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O amino ácido lisina é catabolizado em plantas e animais pela via da sacaropina. Nesta via, 
a lisina é convertida a -aminoadipato--semialdeído (AASA) pela ação da enzima 
bifuncional lisina-cetoglutarato redutase/sacaropina desidrogenase (LKR/SDH). O 
intermediário AASA é então convertido a -aminoadipato (AAA) pela enzima -
aminoadipato--semialdeído desidrogenase (AASADH). A LKR/SDH já foi bem 
caracterizada em plantas e animais, mas a atividade enzimática bem como o possível papel 
fiiológico da AASADH ainda não foi demonstrada em plantas. A via da sacaropina, além 
do seu importante papel na regulação dos níveis de lisina, está também envolvida em 
processos de resposta a estresses. Este trabalho está dividido em dois capítulos. No capítulo 
I descrevemos a identificação do gene que codifica a AASADH em milho e a 
caracterização da atividade enzimática da enzima em endosperma imaturo de milho. 
Mostramos que a AASADH é codificada pelo gene Aldh7b1, um gene muito conservado 
em eucariotos. A enzima codificada pelo gene Aldh7b1 foi parcialmente purificada de 
endosperma imaturo de milho e através de eletroforese em condições denaturantes e 
cromatografia em coluna de gel filtração mostramos que a enzima, na sua forma nativa, 
apresenta-se como um tetrâmero constituído por quatro subunidades de 55 kDa. A 
AASADH isolada de endosperma imaturo de milho converte o semi-aldeido AASA em 
AAA. O produto da reação catalisada pela AASADH foi confirmado por cromatografia em 
camada delgada. No capítulo II discutimos o papel da via sacaropina no desenvolvimento 
da semente e na resposta de planas jovens de milho a estresses abióticos. As enzimas 
LKR/SDH e AASADH são co-expressos nas células das camadas da sub-aleurona do 
endosperma de milho nas fases intermediarias do desenvolvimento. No entanto, embora a 
proteína AASADH seja produzida no endosperma e no embrião de sementes imaturas e nos 
tecidos de plantas jovens, a proteína LKR/SDH é detectada unicamente nas células da sub-
aleurona das sementes imaturas. A AASADH mostrou atividade máxima a pH 7,4 e Kms 
para AASA e NAD+ na ordem de micromolar. Em endosperma imaturo a via da sacaropina 
é induzida por lisina e reprimida por estresse salino, enquanto prolina e ácido pipecólico 
são significativamente reprimidos por lisina. Em coleóptiles jovens as enzimas LKR/SDH e 
AASADH são induzidas transcricionalmente por estresses salino, osmótico e oxidativo, 
mas enquanto que a proteína AASADH acumula nos tecidos sob estresse, a proteína 
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LKR/SDH não é detectada. Nossos resultados indicam que os genes que codificam as 
enzimas LKR/SDH e AASADH são co-expressos a nível transcricional, mas não a nível 
traducional. A ausência da proteína LKR/SDH em plantas jovens sob estresses e os altos 
níveis do seu transcrito serem detectados mostra um desacoplamento transcrição/tradução 


























Lysine is catabolized in developing plant tissues through the saccharopine pathway. In this 
pathway, lysine is converted into α-aminoadipate--semialdehyde (AASA) by the 
bifunctional enzyme lysine-ketoglutarate reductase/saccharopine dehydrogenase 
(LKR/SDH). AASA is then converted into α-aminoadipate (AAA) by aminoadipic 
semialdehyde dehydrogenase (AASADH). LKR/SDH was characterized in higher 
eukaryotes, but AASADH has not been demonstrated in plants. Furthermore, studies have 
shown that besides the degradation of lysine, the saccharopine pathway is involved in stress 
response processes in plants, animals and bacteria. This work was divided into two 
chapters. Chapter I describes the identification of the gene encoding AASADH and the 
partial purification and characterization of the enzyme from developing maize endosperm. 
The enzyme AASADH is encoded by the Aldh7b1 gene, a gene highly conserved among 
eukaryotes. The enzyme partially purified from developing endosperm and analyzed by 
SDS-PAGE and gel filtration chromatography behaved, in its native form, as a tetramer 
constituted by four monomers of 55 kDa. The enzymatic convertion of AASA into AAA 
was verified by thin layer chromatography. In Chapter II the role of the saccharopine 
pathway in seed development and stress responses is discussed. LKR/SDH and AASADH 
are co-expressed in the sub-aleurone cell layers of the developing endosperm; however, 
although AASADH protein is produced in reproductive and vegetative tissues, the 
LKR/SDH protein is detectable only in the developing seeds. AASADH showed an 
optimum pH of 7.4 and Kms for AASA and NAD+ in the micromolar range. In the 
developing endosperm the saccharopine pathway is induced by exogenous lysine and 
repressed by salt stress, whereas proline and pipecolic acid synthesis are significantly 
repressed by lysine. In young coleoptiles the LKR/SDH and AASADH transcriptions are 
induced by abiotic stress, but while the AASADH protein accumulates in stressed tissues, 
LKR/SDH does not. Our results indicate that the genes encoding the LKR/SDH and 
AASADH enzymes are co-expressed at the transcriptional level, but not the translational 
level. The absence of LKR/SDH protein in young plants under stress despite of the high 
levels of transcripts being detected suggests a decoupling transcription/translation that may 
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1. A via da sacaropina 
A via da sacaropina é um processo metabólico bastante interessante, pois está 
presente tanto em procariotos como em eucariotos e desempenha funções distintas. Em 
plantas e animais (Azevedo & Lea 2001) e algumas bactérias (Serrano et al. 2012; Neshich 
et al. 2013) a via é usada no catabolismo de lisina. Curiosamente, em fungos e leveduras, a 
via é utilizada na direção contrária, para sintetizar lisina (Bhattacharjee 1985). 
No início dos anos 1960 surgiram os primeiros estudos indicando que -
aminoadipato--semialdeído (AASA) e sacaropina estão envolvidos na biosíntese de lisina 
em leveduras (Kuo et al. 1964; Jones & Broquist 1966; Saunders & Broquist 1966). Nestes 
organismos, o ácido aminoadípico (AAA) é convertido a AASA pela ação da aminoadipato 
redutase (AAR) (EC 1.2.1.31, equivalente a aminoadípico semialdeído desidrogenase em 
eucariotos superiores). A sacaropina redutase (SR) (EC 1.5.1.10, ou sacaropina 
desidrogenase) condensa AASA e glutamato para formar sacaropina e, finalmente, a 
sacaropina desidrogenase (SDH) (EC 1.5.1.7, que corresponde a lisina cetoglutarato 
redutase, LKR, em eucariotos superiores) hidrolisa a molécula em lisina e α-cetoglutarato 
(Figura 1) (Zabriskie & Jackson 2000; Xu et al. 2006).  
Nos anos 1960 e 1970 foi demonstrado, em mamíferos, que sacaropina, glutamato, 
AASA e AAA eram importantes intermediários no metabolismo de lisina, mas ao contrário 
de fungos, a via servia para degradar lisina. Esses metabólitos foram produzidos, in vitro, a 
partir de extratos de fígado de camundongo (Higashino et al. 1965, 1967; Grove & 
Henderson 1968) e fígado humano (Hutzler 1968, 1970) e esses processos já eram 
atribuídos às enzimas LKR e SDH. De fato Hutzler & Dancis, (1968), sugeriram que a 
formação de sacaropina a partir de lisina e α-cetoglutarato era conduzida pela enzima LKR. 
Mais tarde, estudos de casos de hiperlisinemia em crianças mostraram que mutações no 
gene que codifica a enzima LKR levava ao acúmulo de lisina (Dancis et al. 1969) e 
mutações que afetavam a SDH acarretavam o acúmulo de sacaropina (Fellows 1973). 
Alguns anos mais tarde Markovitzs et al., (1984), mostraram que em mamíferos a atividade 
de LKR e SDH não podia ser separada por processos cromatográficos, indicando que as 
duas atividades enzimáticas deveriam fazer parte de uma mesma proteína bifuncional, 
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diferentemente de fungos e leveduras onde LKR e SDH são enzimas distintas (Zabriskie & 
Jackson 2000; Xu et al. 2006).  
 
 
Figura 1- Esquema simplificado da via da sacaropina em leveduras e fungos. Ácido aminoadípico (AAA) é 
convertido a -aminoadipato--semialdeído (AASA) pela ação da Aminoadipato Redutase (AAR). Então, 
Sacaropina Redutase (SR) condensa AASA e glutamato para formar sacaropina e, finalmente, Sacaropina 
Desidrogenase (SDH) hidrolisa a molécula em lisina e α-cetoglutarato. 
 
Um pouco antes dessas publicações, trabalhos com extratos de fígado e de rins de 
coelho sugeriram a transformação enzimática de AASA em AAA (Aspen & Meister 1962) 
e em 1974, Tsai & Henderson,  trabalhando com extrato de fígado de ratos purificaram e 
caracterizaram parcialmente uma enzima capaz de transformar AASA em AAA. Em 2010, 
a despeito de outras vias propostas para degradação de lisina, estudos com fibroblastos 
mostraram que a degradação deste aminoácido ocorre pela via da sacaropina (Struys & 
Jakobs 2010). Em eucariotos superiores o processo de degradação de lisina ocorre 
majoritariamente por essa via (Arruda et al. 2000; Papes et al. 2001), onde lisina é 
convertida a acido aminoadípico em três passos enzimáticos. Os dois primeiros passos da 
via são catalisados pelas enzimas LKR (EC 1.5.1.8) e SDH (EC 1.5.1.9), que são domínios 
de um polipeptídio bifuncional. LKR condensa lisina e ácido -cetoglutárico em sacaropina 
que é hidrolisada pela SDH em AASA e glutamato. Em seguida uma terceira enzima, a 
AASADH (EC 1.2.1.31), converte AASA em AAA que segue a via pela ação de outras 
enzimas, até a formação de outros intermediários do ciclo do ácido cítrico (Arruda et al. 
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2000) (Figura 2). Apesar da via da sacaropina consistir em vários passos enzimáticos, o 
fluxo da via parece ser regulado pela LKR/SDH (Galili 2002). 
 
 
Figura 2- A Via da Sacaropina para catabolismo de lisina. Lisina é convertida em AASA através de dois 
passos enzimaticos envolvendo LKR, que condensa lisina e α-cetoglutarato em sacaropina e SDH, a qual 
hidrolisa sacaropina em AASA e glutamato. AASA é então convertido em AAA pela ação  da AASADH. 
 
Em plantas, os primeiros experimentos que sugeriam que a degradação de lisina 
ocorria com a formação de sacaropina foram realizados na década de 1970. Com o uso de 
14C-lisina foi possível verificar a formação de AAA e glutamato a partir de extratos 
proteicos de endosperma de milho (Sodek & Wilson 1970), trigo sarraceno (Nabeta & 
Koyama 1973) e cevada (Brandt 1975; Moller 1976). Mais tarde foi descrita a atividade da 
enzima LKR a partir de extratos endosperma imaturo de milho (Arruda et al. 1982). Mais 
adiante, ensaios de caracterização de uma enzima purificada de endosperma de milho 
mostraram que, assim como em mamíferos, as atividades de LKR e SDH faziam parte de 
uma única enzima bifuncional (Gonçalves-Butruille et al. 1996), o que também ocorreu em 
arroz (Gaziola et al. 1997) e Arabidopsis (Tang et al. 1997). Em 1997, o sequenciamento 
completo do gene e do cDNA confirmaram que em plantas existe um único gene que 
codifica um polipeptídeo contendo as atividades da LKR e da SDH (Tang et al. 1997; 
Epelbaum et al. 1997). 
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Recentemente a via da sacaropina também foi encontrada em bactérias presentes em 
ambientes com alta salinidade, sob condições de estresse osmótico (Serrano et al. 2012). 
Estudos com Silicibacter pomeroy, uma bactéria marinha pertencente ao grupo das α-
proteobactérias, mostraram que neste organismo a LKR e SDH correspondem a duas 
enzimas distintas (Serrano 2012). Apesar de existirem outros processos enzimáticos para 
transformação de lisina em AASA, a via da sacaropina é induzida por lisina, indicando a 
função de degradar lisina e os genes Lkr, Sdh e Aasadh são induzidos em condições de alta 
concentração de sal, indicando que a via está envolvida na proteção contra estresse 
osmótico nesses organismos (Neshich et al. 2013).  
A degradação de lisina é fundamental para o desenvolvimento vegetal e animal, 
havendo evidências de que produtos da degradação desse aminoácido possuem importantes 
papéis na regulação de outras vias. Em mamíferos, a degradação de lisina aparentemente 
regula os níveis deste aminoácido em diversos órgãos, sendo muito ativa no cérebro (Rao et 
al. 1992), onde é provavelmente usada para formar glutamato (Papes et al. 2001). Defeitos 
na via da sacaropina em humanos causam uma desordem metabolica chamada 
hiperlisinemia (Woody 1974; Markovitzs et al. 1984). 
Em milho a degradação de lisina está associada ao controle da sua concentração no 
endosperma das sementes (Arruda et al. 1982). Apesar da alta concentração de lisina livre 
translocada dos tecidos vegetativos para as sementes em desenvolvimento, uma baixa 
concentração desse aminoácido é encontrada no endosperma, pois este é degradado pela 
ação da LKR/SDH (Arruda et al. 2000). A regulação negativa da LKR/SDH leva a uma 
maior acumulação de lisina livre em sementes de milho (Houmard et al. 2007; Frizzi et al. 
2008; Reyes et al. 2009) e arroz (Long et al. 2013), especialmente quando combinada com 
a aspartato quinase (AK) - uma enzima relacionada à síntese de lisina - insensível a 
retroinibição pela lisina (Frizzi et al. 2008). Além disso, a via parece estar envolvida na 
resposta a estresse em canola e arabidopsis (Deleu et al. 1999; Moulin et al. 2000, 2006; 
Less et al. 2011). 
 
2. A via da sacaropina em plantas e animais 
O gene Lkr/Sdh (também conhecido como aminoadípico semialdeído sintase, Aass) e 
a enzima por ele codificada já foram exaustivamente estudados em diversos organismos 
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(Anderson et al. 2010). Em animais a LKR/SDH nativa corresponde a uma cadeia peptídica 
bifuncional e apresenta-se na forma homotetramérica com peso molecular de 
aproximadamente 460 kDa. O monômero possui aproximadamente 115 kDa (Fjellstedt & 
Robinson 1975; Markovitzs & Chuang 1987). Experimentos utilizando proteólise limitada 
com a enzima extraída de fígado bovino mostraram que a atividade de redutase (LKR) 
reside em um domínio de 62,7 kDa e a atividade de desidrogenase localiza-se em um 
domínio de 49,2 kDa (Markovitzs & Chuang 1987). Em plantas, as atividades de LKR e 
SDH também estão associadas a um polipeptídeo bifuncional (Gonçalves-Butruille et al. 
1996; Gaziola et al. 1997; Tang et al. 1997), mas a enzima nativa de milho apresenta massa 
molecular de 260 kDa, correspondendo a uma estrutura de homodimérica formada por duas 
subunidades de 117 kDa (Gonçalves-Butruille et al. 1996; Kemper et al. 1999). Estudos 
utilizando proteólise parcial com a enzima purificada de endosperma imaturo de milho 
mostraram 2 peptídeos, um de aproximadamente 65 kDa com atividade de LKR e outro de 
aproximadamente 57 kDa com atividade de SDH (Kemper et al. 1998). Em mamíferos a 
LKR/SDH é encontrada na fração mitocondrial, enquanto que em plantas, a enzima 
localiza-se na porção citosólica da célula (Kemper et al. 1999). O gene Lkr/Sdh é altamente 
expresso em órgãos florais e em sementes em desenvolvimento, mas o padrão de expressão 
difere entre monocotiledôneas e dicotiledôneas. Em Arabdopsis o gene lkr/sdh é expresso 
em órgãos reprodutivos e vegetativos em desenvolvimento. Em milho, o gene é bastante 
expresso no endosperma em desenvolvimento, mas os transcritos são fracamente detectados 
em coleóptilo, folha e raiz, e a atividade da LKR/SDH é encontrada apenas na camada 
subaleuronica do endosperma (Kemper et al. 1999; Arruda et al. 2000). No caso de arroz a 
LKR/SDH também se mostrou específica para o endosperma (Azevedo & Lea 2001). 
Em animais, já haviam sido mostradas evidências da existência de uma enzima com 
atividade de AASADH, como demonstraram os trabalhos das décadas de 1960 e 1970 que 
utilizaram extratos de fígado e rins de coelho e rato (Aspen & Meister 1962; Tsai & 
Henderson 1974), mas a identidade da enzima não era conhecida. Em 1997 foi descrita em 
Streptomyces clavuligerus uma enzima, Δ-1-piperideina-6-carboxilato desidrogenase 
(P6CDH), capaz de utilizar o substrato Δ-1-piperideina-6-carboxilato (P6C) para formar 
AAA (de la Fuente et al. 1997). Posteriormente, com o advento das tecnologias avançadas 
de sequenciamento de DNA que possibilitaram o sequenciamento completo dos genomas 
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humano, de plantas e de microorganismos, utilizou-se a sequência da enzima P6CDH de 
bactéria para, através de comparação de sequências, identificar uma aldeído desidrogenase, 
denominada ALDH7A1, no genoma humano (Mills et al. 2006). Um estudo sobre pacientes 
acometidos por uma desordem, chamada epilepsia dependente de piridoxina (PDE), 
mostrou que essa anomalia ocorria porque esses pacientes não conseguiam degradar 
AASA. Posteriormente verificou-se que esses pacientes apresentavam mutações no gene 
Aldh7a1 que implicavam na produção da enzima inativa ou com atividade muito reduzida, 
fazendo com que os indivíduos acumulassem AASA. O AASA existe em equilíbrio com 
sua forma cíclica, o P6C, e este último reage (condensação de Knoevenagel) com o 
piridoxal-5-fosfato (PLP), um importante neurotransmissor, causando o quadro de PDE 
(Mills et al. 2006). Apesar de já haver, naquela época, estudos sobre as aldeído-
desidrogenases (Kirch et al. 2004, 2005; Fong et al. 2006), a atividade de AASADH ainda 
não havia sido atribuída às antiquitinas. Outros trabalhos surgiram posteriormente 
caracterizando a enzima em peixe (Tang et al. 2008) e em humanos (Brocker et al. 2010), 
mostrando inclusive as características estruturais da enzima responsáveis pela 
especificidade ao substrato AASA. Trabalhos anteriores mostraram que a antiquitina de 
peixe é um homotetrâmero constituído de subunidades de 57 kDa (Tang et al. 2002). Em 
mamíferos, além do papel na detoxificação do AASA através da sua transformação em 
AAA, a enzima AASADH utiliza eficientemente outros aldeídos como substratos, 
mostrando que também pode estar envolvida em processos de detoxificação contra aldeídos 
advindos de vias metabólicas diversas, além de estar implicada em processos de resposta ao 
estresse osmótico e oxidativo (Brocker et al. 2010).  
A atividade da LKR em sementes de milho é regulada por Ca2+, força iônica e 
fosforilação (Kemper et al. 1998; Arruda et al. 2000). Em milho a expressão do gene 
Lkr/Sdh é controlada pelo fator de transcrição Opaco-2, que também regula a expressão de 
genes que codificam prolaminas, que são as proteínas de reserva mais abundantes na 
semente (Kemper et al. 1999). Plantas mutantes para esse fator de transcrição apresentam 
níveis mais elevados de lisina livre e atividade de LKR e SDH bastante reduzidas (Mertz et 
al. 1964; Sodek & Wilson, 1971; Gaziola et al. 1999; Kemper et al. 1999). Também, em 
folhas de canola, o gene Lkr/Sdh é induzido e as atividades de LKR e SDH aumentam em 
condições de estresse osmótico (Deleu et al. 1999). 
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A sequência do gene Lkr/Sdh foi estudada pela primeira vez em Arabidopsis (Tang et 
al. 1997; Epelbaum et al. 1997). Mais tarde, com a disponibilização de sequências de 
outros organismos, foi possível comparar as enzimas entre as espécies e observar que, em 
animais, os domínios LKR e SDH são contíguos, enquanto que em plantas, existe uma 
região de aproximadamente 110 aminoácidos intercalando os domínios LKR e SDH 
denominado interdomínio, que é ausente nas enzimas bifuncionais de animais (Kemper et 
al. 1999). 
No caso da AASADH, tanto o gene como a enzima foram estudados em modelos 
animas. Porém, em plantas, até o momento, a AASADH ainda não foi caracterizada nos 
níveis molecular e bioquímico no contexto da via da sacaropina.  
 
3. A via da sacaropina e a resposta ao estresse 
Antes mesmo da associação da atividade da AASADH à via da sacaropina, trabalhos 
sobre a expressão dessa enzima em plantas indicavam que essa enzima estava relacionada à 
resposta a estresses variados. Trabalhos utilizando plantas de ervilha e canola mostraram 
que o gene da Aasadh é induzido em brotos submetidos à desidratação (Guerrero et al. 
1990; Stroeher et al. 1995). Em Arabidopsis e sorgo, trabalhos utilizando expressão gênica 
por microarranjos demonstraram que o gene Aasadh em ambas as espécies era induzido em 
condições de estresse hídrico (Kirch et al. 2005; Buchanan et al. 2005). Posteriormente 
verificou-se que plantas de tabaco e Arabidopsis superexpressando o gene Aasadh de soja, 
apresentaram maior tolerância à salinidade, deficiência hídrica, H2O2 e paraquat 
(Rodrigues et al. 2006). A superexpressão do gene Aasadh em Arabidopsis conferiu 
resistência ao estresse oxidativo e salino. Já o silenciamento do mesmo gene produziu 
plantas mais sensíveis ao déficit hídrico e ao estresse salino, em comparação com as 
linhagens selvagens usadas como controle (Kotchoni et al. 2006). Em arroz, o gene Aasadh 
é induzido em plântulas submetidas a baixas temperaturas, altas temperaturas, seca, 
paraquat e alta concentração de sal. Plantas knockouts para o gene Aasadh são mais 
sensíveis aos estresses abióticos (Shin et al. 2009). Foi demonstrado, também em canola, 
que o gene Lkr/Sdh era induzido em discos foliares submetidos a estresse osmótico (Deleu 
et al. 1999) e a atividade da enzima LKR/SDH era aumentada quando a planta é submetida 
a altas concentrações de PEG (polietileno glicol) e NaCl (Moulin et al. 2000). 
8 
 
No caso de modelos animais, a enzima LKR/SDH foi induzida em carrapatos quando 
estes foram privados de alimentação por longos períodos. Acredita-se que a enzima é 
responsável pela proteção contra o déficit de água e estresse osmótico provocado pela 
privação à alimentação (Battur et al. 2009). Em mamíferos, a expressão do gene Aasadh 
diminuiu a apoptose de células de ovário de hamster expostas a altas concentrações de 
sacarose e cloreto de sódio (Broker 2010).  
Em camundongos a AASADH foi encontrada no fígado, rins, cérebro, pâncreas e 
testículos e, diferentemente das outras aldeídos desidrogenases conhecidas, apresenta-se no 
citosol, núcleo e mitocôndria (Brocker et al. 2010). Além do AASA, a AASADH humana 
apresentou atividade para o substrato aldeído glicina-betaína formando betaína, um 
importante osmo-protetor celular (de Marco et al. 2005; Yancey 2005). Durante o estresse 
osmótico ocorre aumento na formação de espécies reativas de oxigênio (ROS), o que eleva 
o estresse oxidativo na célula e ao processo de peroxidação de lipídios (LPO). A AASADH 
mostrou atividade para diversos aldeídos formados a partir de processos de LPO (Brocker 
et al. 2010) e a superexpressão do gene da AASADH humana foi efetiva na proteção de 
células de ovário de hamster contra esses aldeídos (Brocker et al. 2011). Esses estudos 
mostram que as propriedades de proteção celular da AASADH em mamíferos estão 
relacionadas à produção de osmólitos e na capacidade de metabolizar outros aldeídos 
tóxicos. De fato a via da sacaropina canaliza, a partir de lisina, a formação do AASA e sua 
forma cíclica P6C pode ser convertida a ácido pipecólico (Figura 3) pela ação da P5CR 
(Pirrolina-5-Carboxilato Redutase) (Struys & Jakobs 2010), outro composto descrito como 
osmo-protetor (Moulin et al. 2006). Adicionalmente, o glutamato produzido na hidrólise de 
sacaropina pode ser usado como substrato para a produção de prolina, que também tem 
ação osmo-protetora (Nanjo et al. 1999). Efetivamente, plantas de Arabidopsis submetidas 
a estresse salino mostram acúmulo de prolina que age como osmólito (Roosens et al. 1998). 
Em canola, ambos prolina e ácido pipecólico são acumulados em tratamento osmótico, 
acompanhado de um aumento na atividade da LKR/SDH nesse organismo (Moulin et al. 
2006).  
Recentemente mostrou-se que a via da sacaropina também ocorre em bactérias. Em S. 
pomeroy os genes Lkr, Sdh e Aasadh são induzidos na presença de altas concentrações de 
NaCl, e a adição de ácido pipecólico alivia  o efeito do estresse salino. A silicibacter possui 
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também uma enzima denominada lisina desidrogenase (LYSDH) (ausente em plantas e 
animais) que converte lisina em AASA através de apenas um passo enzimático. Bactérias 
E. coli transformadas com o gene lySdh tornaram mais tolerantes ao estresse salino e isso 
parece ser devido ao acumulo de ácido pipecólico (Neshich et al. 2013). Apesar de a 
LYSDH não fazer parte da via da sacaropina, a degradação da lisina por essa enzima 
produz AASA, que é um precursor de ácido pipecólico (Struys & Jakobs 2010). Assim, 
biologicamente, apesar da sua toxicidade, em eucariotos superiores o AASA que é 
produzido pela LKR/SDH poderia ser usado para a síntese de ácido pipecólico que atuará 





Figura 3- Os subprodutos da via da sacaropina e a formação de osmólitos. A hidrólise da sacaropina gera 
glutamato e AASA/P6C, precursores dos osmoprotetores prolina e ácido pipecólico, respectivamente. O 
excesso de AASA é metabolizado pela AASADH. 
 
Apesar de muitos estudos relacionados ao gene Aasadh em animais, em plantas a 
atividade de AASADH ainda não foi demonstrada e, no contexto da via da sacaropina, 
tanto o gene quanto a enzima ainda não foram caracterizados. Vários trabalhos mostraram o 
envolvimento da via da sacaropina na resposta a estresses, mas os mecanismos envolvidos 
ainda não estão muito bem esclarecidos. Neste trabalho identificamos e caracterizamos 
bioquimicamente a enzima AASADH de endosperma de milho. A enzima foi caracterizada 
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através de ensaios de cinética enzimática utilizando-se o substrato AASA e diversos outros 
aldeídos. Também estudamos a distribuição das enzimas LKR/SDH e AASADH nos 
diversos tecidos de milho e analisamos a expressão dos genes da via em plântulas e 
sementes submetidas a estresses abióticos. Os resultados obtidos neste trabalho esclarecem 






- Identificar a enzima AASADH em plantas; 
- Extrair e purificar a enzima de endosperma de milho (Zea mays); 
- Determinar a atividade de AASADH.  
 
Capítulo II 
- Determinar as características cinéticas da enzima de milho; 
- Estudar o perfil de expressão nos nível transcricional e traducional da LKR/SDH e 
AASADH nos diferentes órgãos/tecidos de milho a fim de determinar o papel das enzimas 
no contexto da via da sacaropina; 








































Em animais, as enzimas LKR/SDH e AASADH, responsáveis pelos três primeiros 
passos da via da sacaropina, já foram caracterizadas. Em plantas, apesar de tanto o gene 
quanto a proteína LKR/SDH já haverem sido estudados, a AASADH ainda permanece 
pouco estudada no contexto da via da sacaropina. Em animais a AASADH, também 
chamada de antiquitina, é codificada pelo gene Aldh7a1, um gene muito conservado entre 
diferentes espécies. Comparações entre as sequências deste gene e a aldeído desidrogenase 
por ele codificada entre as diversas espécies permitiu anotar a identificação do gene Aasadh 
em plantas, mas até o momento a atividade enzimática da AASADH ainda não havia sido 
demonstrada. Este capítulo I refere-se aos trabalhos de identificação do gene da AASADH 
em plantas, além dos ensaios iniciais de caracterização da enzima extraída de endosperma 
imaturo de milho.  Neste trabalho realizamos uma busca pelas sequências de aminoácidos 
das AASADHs de plantas no GenBank e comparamos a sequência da proteína de milho 
com as sequências da enzimas de peixe e humana, cujas atividades já haviam sido testadas 
e confirmadas para o substrato AASA. Demonstramos a atividade da AASADH usando 
AASA como substrato e obtivemos a AASADH parcialmente purificada a partir de ensaios 
de purificação da enzima, extraída de endosperma de milho com 17 DAP, utilizando-se 
técnicas de cromatografia líquida. Estudos preliminares da reação enzimática foram 
realizados e o produto ácido aminoadípico (AAA) foi identificado por cromatografia em 
camada delgada (CCD). A enzima parcialmente purificada de endosperma imaturo de 
milho revelou, na sua forma nativa, ser um tetrâmero formado por quatro subunidades de 
55 kDa. A fim de comparação com os resultados de atividade da enzima nativa 
parcialmente purificada, a região codificante do gene Aldh7a1 de milho foi clonado em 
vetor pGEX-4T1 e o plasmídeo foi utilizado para transformar bactérias competentes E. coli 
BL21 pRil para expressão de proteínas recombinantes. A proteína fusionada foi produzida 
na fração insolúvel e por isso não foi possível testar a atividade enzimática da enzima 
recombinante. Ensaios de re-enovelamento usando-se ureia foram realizados, o que 
permitiu a solubilização e puridicação da proteína fusionada. A clivagem da proteína de 
fusão acarretou a completa precipitação da AASADH, provavelmente por causa de 
enovelamento inadequado, impedindo novamente os ensaios de cinética enzimática. A 
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proteína fusionada, apesar de solubilizada, não apresentou atividade. Ainda assim, a 
AASADH-GST foi detectada por um anticorpo anti-AASADH produzido a partir de uma 
sequência desenhada da sequência primária da AASADH de milho disponível no NCBI.  
 
Materiais e métodos 
 
Identificação do gene que codifica a AASADH em Arabidopsis e milho 
Para a identificação de possíveis candidatos para o gene que codifica a AASADH em 
Arabidopsis e milho utilizou-se como referência a sequência de aminoácido da AASADH 
humana, descrita por Mills et al. (2006). As buscas foram realizadas no GenBank 
utilizando-se as ferramentas tBLASTn, BlastX, BlastN e BlastP, 
(www.ncbi.nlm.nih.gov/blast). Os possíveis candidatos foram também caracterizados por 
inspeção manual em alinhamento com a sequência descrita em humanos. Os alinhamentos 
das sequências foram feitos utilizando-se o programa bioEdit Sequence Alignment Editor 
(www.mbio.ncsu.edu). 
 
Determinação da atividade da AASADH 
Para os ensaios de atividade enzimática a AASADH foi parcialmente purificada de 
sementes imaturas de milho de 17 dias após polinização (DAP) utilizando-se os protocolos 
estabelecidos para a purificação da LKR/SDH desse tecido (Brochetto-Braga et al. 1992; 
Gonçalves-Butruille et al. 1996; Kemper et al. 1998) com modificações apropriadas para a 
enzima. Aproximadamente 5 g de sementes imaturas de milho foram maceradas em 15mL 
de uma solução tampão fosfato de sódio pH 7,4 (25 mmo/L) contendo 1 mmol/L DTT, 1 
mmol/L EDTA e 5 mmol/L benzamidina. O extrato foi centrifugado a 20.000g por 20 
minutos a 4°C. O sobrenadante foi coletado e seu pH corrigido para 6,5 adicionando-se 
fosfato monobásico de sódio (NaH2PO4). À solução foi adicionado PEG 8000 a 50% (m/v) 
até concentração de 7,5% (m/v) e a solução foi deixada em repouso a 4°C por 30 minutos 
para a precipitação de proteínas. Em seguida a solução foi centrifugada a 20.000g por 20 
minutos a 4°C e ao sobrenadante coletado foi adicionado PEG 8000 50% (m/v) para 
concentração final de 15% (m/v). A solução foi deixada em repouso, idem à primeira 
adição de PEG 8000, para a precipitação da fração proteica contendo a enzima AASADH. 
14 
 
Em seguida a amostra foi centrifugada a 20.000g por 20 minutos a 4°C e o sedimento 
contendo a enzima AASADH foi solubilizada em 1 mL de uma solução tampão B (50 
mmol/L tris-HCl pH 8,5, 1 mmol/L DTT, 1 mmol/L EDTA). Determinou-se a concentração 
de proteínas da amostra pelo método de Bradford e realizou-se o ensaio de atividade. Nos 
ensaios foi avaliada a influência do tipo de cofator, concentração de cofator, concentração 
de substrato AASA e concentração de proteína na atividade de AASADH. 
Tabela1- Condições utilizadas nos ensaios de atividade enzimática da AASADH de sementes imaturas de 
milho. Cada coluna representa uma condição avaliada. 
 Cofator [Cofator] M [AASA] M [Proteína] g 
mol/L de AASA 500 500 125, 250, 500, 1000 500 
g de proteína 200 200 200 100, 200, 300, 500 
mmol/L de cofator 2 (NAD ou NADP) 1, 2, 3 2 2 
 
O substrato AASA foi produzido conforme Mills et al. 2006. Resumidamente, 10 mg 
de L-allysine ethylene acetal (AEA) (Sigma, EUA) foram dissolvidos em 1 mL de água 
milli-Q e em seguida incubados com 40 mg de resina Amberlyst 15 (Sigma, EUA) por 20 
min, sob agitação. A mistura foi depositada numa coluna adequada e fase líquida foi 
coletada. A resina foi lavada com 0,5 mL de NH4OH 25% e em seguida, lavada por 3vezes 
com 1 mL de água milli-Q. Todas as frações coletadas foram reunidas e concentradas em 
speed vac. A atividade da AASADH foi medida em espectrofotômetro seguindo a redução 
de NAD,em pH 8,5, a 30°C em λ de 340 nm. 
 
Purificação da AASADH de sementes de milho 
Extração e purificação por cromatografia líquida de troca aniônica 
Cem gramas de sementes imaturas de milho foram pulverizadas em nitrogênio 
líquido. Ao macerado foram adicionados 200 mL de tampão A de extração (25 mmo/L 
tampão fosfato de sódio pH 8,5 contendo 1 mmol/L DTT, 1 mmol/L EDTA e 5 mmol/L 
benzamidina) e a mistura foi deixada em gelo, sob agitação por 1 h. O extrato foi 
centrifugado a 20.000g por 20 minutos a 4°C. O sobrenadante foi coletado e seu pH 
corrigido para 5,5 adicionando-se fosfato monobásico de sódio (NaH2PO4). À solução foi 
adicionado PEG 8000 a 50% (m/v) até concentração de 7,5% (m/v) e a solução foi deixada 
em repouso a 4°C por 30 minutos para a precipitação de proteínas. Em seguida a solução 
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foi centrifugada a 20.000g por 20 minutos a 4°C, o pellet descartado e ao sobrenadante 
coletado foi adicionado PEG 8000 50% (m/v) para concentração final de 15% (m/v). A 
solução foi deixada em repouso, idem à primeira adição de PEG 8000, para a precipitação 
da fração proteica contendo a enzima AASADH. Em seguida a amostra foi centrifugada a 
20.000g por 20 minutos a 4°C e o sedimento contendo a enzima AASADH foi solubilizada 
em 10 mL de tampão A de extração e dialisados num volume 100 vezes maior no mesmo 
tampão por uma noite. A amostra dialisada foi centrifugada a 15000 g por 20 min a 4°C e o 
sobrenadante foi testado para atividade de AASADH com o substrato AASA. A amostra foi 
injetada em uma coluna preenchida com 8 mL de resina de troca aniônica Q-sepharose 
(GE-Amersham, EUA), em um sistema de cromatografia líquida Äkta, previamente 
equilibrada com 5 volumes de coluna (cv) de tampão A de extração. Coletou-se o não-
ligado (flow trhough). A resina foi então lavada com 5 cv do mesmo tampão e as proteínas 
ligadas foram eluidas com tampão B (tampão A de extração contendo 1mol/L de NaCl), 
num gradiente de 0-100% de tampão B em 15cv. Foram coletadas frações de 2 mL. Testou-
se atividade de AASADH das amostras coletadas de determinou-se o pico de eluição 
conforme as frações com maior atividade. As frações referentes ao pico de eluição foram 
analisadas em SDS-PAGE 15% (Laemmli 1970).  
 
Purificação por cromatografia de afinidade em resina Blue sepharose 
As frações com atividade de AASADH foram reunidas e dialisadas em 100 volumes 
de tampão de afinidade (tampão 25 mmol/L de tris-HCl pH 8,5; 1 mmol/L de EDTA; 1 
mmol/L de DTT; 5 mmol/L de benzamidina) por uma noite. A amostra dialisada foi então 
centrifugada a 15000 g a 4°C por 20 min. Num sistema de cromatografia Äkta (GE-
Amersham, EUA), o sobrenadante foi injetado em uma coluna preenchida com 8 mL de 
resina de afinidade Blue Sepharose (GE-Amersham, EUA), previamente equilibrada com 5 
volumes de coluna (cv) de tampão de afinidade. A resina foi então lavada com 5 cv do 
mesmo tampão e as proteínas ligadas foram eluidas com tampão 2 de afinidade contendo 2 
mol/L de NaCl), num gradiente de 0-100% de tampão 2 em 15cv. Foram coletadas frações 
de 1 mL. Testou-se atividade de AASADH das amostras coletadas de determinou-se o pico 
de eluição conforme as frações com maior atividade. As frações referentes ao pico de 




Purificação por cromatografia de líquida por gel filtração 
As frações contendo AASADH foram reunidas e adicionou-se (NH4)2SO4 até 
concentração de 35% de saturação a temperatura de 0°C. A amostra foi centrifugada a 
15000 g por 15 min a 4°C e o pellet35% foi guardado a 0°C até o dia seguinte. Ao 
sobrenadante foi adicionado novamente (NH4)2SO4 até concentração de 65% de saturação e 
esta amostra foi guardada a 0°C até o dia seguinte. A amostra com 65% de saturação de 
(NH4)2SO4 foi centrifugada na mesma condição anterior, os pellets foram solubilizados em 
300 L de tampão de gel filtração (tampão A de extração contendo 150 mmol/L de NaCl) e 
o sobrenadante foi guardado para posterior teste de atividade para AASADH. Testou-se 
atividade para as amostras e verificou-se atividade apenas para a amostra referente ao 
pellet65%. Foram injetados 250 L da amostra na coluna Superdex 200 HR 10/30 (GE-
Amersham, USA), acoplado a um sistema de cromatografia líquida Äkta (GE-Amersham, 
EUA). As proteínas foram eluidas em 1,5 cv e foram coletadas frações de 500 L. Testou-
se atividade de AASADH das amostras coletadas de determinou-se o pico de eluição 
conforme as frações com maior atividade. As frações referentes ao pico de eluição foram 
analisadas em SDS-PAGE 15% (Laemmli 1970). 
 
Determinação do estado oligomérico da AASADH de milho 
 Para a determinação do estado oligomérico da AASADH, foram injetados 250 μL 
(até 2% do volume da coluna) da amostra em uma coluna Superdex 200 HR 10/30 (GE-
Amersham, USA) de 24mL, acoplado a um sistema de cromatografia líquida Äkta (GE-
Amersham, EUA). Com base no pico de atividade de AASADH determinou-se o volume 
de eluição (Ve) da enzima. O mesmo foi feito com os seguintes padrões proteicos 
comerciais dissolvidos em água (4mg/mL): tiroglobulina (669 kDa), ferritina (440 KDa), 
aldolase (158 KDa), BSA (67 kDa) e chimotripsinogênio (24 kDa). Com o volume de 
eluição dos padrões foi possível determinar o coeficiente de partição (Kav) para cada 
proteína: 
Kav = (Ve – Vo) / (Vt – Vo), onde 
Vo é o volume morto, determinado pela eluição de Blue Dextran (2000 Kda); 
Vt é o volume total da coluna (24mL). 
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De posse do Kav para cada padrão, foi construída uma curva de calibração Kav vs log 
MW, onde MW corresponde à massa molecular de cada padrão. Com base no volume de 
eluição da AASADH foi calculado seu Kav que foi utilizado para determinar o peso 
molecular da enzima a partir da curva de calibração. 
 
Análise do produto de reação da AASADH parcialmente purificada de endosperma 
imaturo de milho utilizando AASA como substrato 
Para comprovar se a atividade observada correspondia à atividade de AASADH, o 
meio de reação, após aproximadamente 1h de tempo de reação, foi filtrado em sistema 
Amicon (Millipore, EUA) de 5000 Da de exclusão molecular. O filtrado foi concentrado 
em speed vac e 10 e 20µL foram carregados em uma placa de cromatografia em camada 
delgada (CCD). Ao lado da amostra foram carregados padrões de ácido aminoadípico, 
lisina e AASA, e como fase móvel utilizou-se n-butanol, acetona, dietilamina, trietilamina e 
água, nas proporções 10:10:1:1:5. Após a cromatografia a placa foi revelada com uma 
solução 2% de ninhidrina em etanol. 
 
Desenho de peptídeos para produção de anticorpos policlonais anti-LKR/SDH e anti-
AASADH de milho 
As sequencias de aminoácidos da LKR/SDH e AASADH foram analisadas usando o 
programa ProtScale (http://web.expasy.org/protscale/) (Gasteiger et al. 2005). Foram 
encontradas regiões de hidrofobicidade (parâmetro de Kyte & Doolittle) (Kyte & Doolittle 
1982) e β-turn (parâmetro de Chou & Fasman) (Chou & Fasman 1978) apropriadas e foram 
produzidos dois anticorpos para cada proteína. Mais detalhes estão descritos no capítulo II. 
 
Validação por Western blot dos anticorpos anti-LKR/SDH e anti-AASADH em 
amostras de endosperma imaturo de milho 
Aproximadamente 50 μg de proteína extraídas de endosperma de milho com 17 DAP 
foram carregados em géis de poli-acrilamida SDS-PAGE. Após a separação das proteínas 
por eletroforese os géis foram transferidos para membranas de western-blot Hybond C (GE, 
EUA) usando uma célula de transferência Trans Blot Semi-Dry SD (Bio Rad, EUA), 
seguindo as especificações do fabricante. Após a transferência, as membranas foram 
bloqueadas com solução 5% de leite desnatado em TBS-T (50 mmol/L de tris; 137mmol/L 
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de NaCl; 2,7 mmol/L de KCl e 0,1% de Tween 20) durante uma noite. No dia seguinte as 
membranas foram enxaguadas com aproximadamente 20 mL de TBS-T e cada uma foi 
incubada com o respectivo anticorpo primário (anti-LKR e anti-AASADH) diluídos 1:1000 
em TBS-T por 2h a 8º C. As membranas foram lavadas 3 vezes  por 5 minutos com 20 mL 
de TBS-T e então incubadas com solução do anticorpo secundário anti-Rabbit-HRP 
conjugado com peroxidase diluído 1:5000 em TBS-T por 2h a 8º C. A membranas foram 
lavadas novamente, reveladas com substrato SuperSignal West Pico Chemiluminescent 
(Thermo Scientific, EUA) e radiografadas em filme Kodak BioMax MR Film 18X 24 cm. 
 
Clonagem e expressão do gene que codifica a AASADH em pGEX-4T-1 e produção da 
proteína recombinante 
A partir do cDNA produzido a partir de RNA total extraído de endosperma imaturo 
de milho foi amplificado um fragmento de DNA contendo a CDS da AASADH. As 
extremidades 5’e 3’ dos primers específicos foram  adicionados os sítios de restrição EcoRI 
(primer direto 5’gaattcatgggggccttcgcgaaggag) e XhoI (primer reverso 
5’ctcgagttaaccaaaattgattccctg). O amplificado foi clonado no vetor pGEM-T (Promega, 
EUA) conforme o protocolo do fornecedor. A identidade da sequência foi confirmada por 
sequenciamento. O vetor ligado foi usado para transformar células termo-competentes de E. 
coli DH5α e estas foram armazenadas a -80°C. As bactérias transformadas foram 
posteriormente utilizadas para extração do vetor pGEM-T_AASADH. Para a clonagem do 
fragmento de DNA codificante da AASADH no vetor de expressão pGEX 4T-1,  50 ng do 
plasmídeo pGEM-T_AASADH foram digeridos com 2U das enzimas ECORI e XHOI 
(Fermentas, Canadá) por 2h, conforme protocolo do fornecedor. A reação foi analisada em 
gel de agarose 1% e o inserto foi purificado do gel. Para a clonagem do inserto no pGEX 
4T-1, em um microtubo foram adicionados aproximadamente 20 ng do inserto purificado e 
50 ng do vetor previamente digerido, além de 2U de ligase (Fermentas, Canadá), conforme 
protocolo sugerido em pelo fabricante. O vetor ligado foi usado para transformar bactérias 
competentes E. coli DH5α. O vetor pGEX 4T-AASADH foi inserido em bactérias para 
expressão bL21 pRil. Colônias selecionadas foram usadas para expressão em meio LB e a 
indução ocorreu por 4h a 37°C com a adição de 1mmol/L de IPTG. A produção da proteína 
AASADH-GST foi avaliada em SDS-PAGE. A proteína recombinante permaneceu na 
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fração insolúvel e esta foi então submetida a testes de solubilização com ureia, purificação 




Identificação do gene que codifica AASADH de Arabidopsis e milho 
Para a identificação dos possíveis genes que codificam a AASADH de Arabidopsis e 
milho foi utilizada como isca a sequência da AASADH humana descrita em (Mills et al. 
2006). Com o uso das ferramentas tBLASTn, BlastX, BlastN e BlastP foram escolhidas as 
sequencias candidatas aquelas que apresentaram os melhores hits no GenBank 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). 
Em milho foi encontrada a proteína denominada de ALDH7B1 de 54,4 kDa 
codificada pelo gene Aldh7b1 com identificação gi|226531366. Já em Arabidopsis foi 
encontrada a proteína denominada ALDH7B4 de 54,2 kDa, codificada pelo gene Aldh7b4, 
com identificação gi|25090061|. 
A Figura 1 mostra o alinhamento entre as sequências de aminoácidos anotadas como 
AASADH de humanos (NP_001188306) e as sequencias da proteína ALDH7A1 de milho 
(NP_001149126) e ALDH7B4 de Arabidopsis (NP_175812). A análise mostrou que a as 
candidatas de milho e arabidopsis apresentas identidade de 60 e 63%, respectivamente, com 
relação à AASADH humana. A Figura 2 mostra o alinhamento das sequências de 
aminoácidos entre possíveis AASADHs de outras plantas. Como pode ser observado, as 
proteínas de milho e Arabidopsis são bastante conservadas entre as diferentes espécies de 
plantas, com identidade em torno de 80%. 
Estudos estruturais realizados por Tang et al. 2008 utilizando a antiquitina 
(AASADH) de um peixe mostraram que um ácido glutâmico, na posição 120 da sequência 
primaria da proteína, é responsável pela especificidade da enzima pelo substrato AASA. 
Comparando as sequências preditas das AASADHs de milho e de Arabidopsis com as 
AASADHs humanas e de peixe podemos observar que o aminoácido na posição 120 é 





                      80        90       100       110       120       130       140         
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   AWKIWADIPAPKRGEIVRQIGDALREKIQVLGSLVSLEMGKILVEGVGEVQEYVDICDYAVGLSRMIGGP  
Z. mays      AAKTWMAIPAPKRGEIVRQIGDALRAKLHHLGRLVSLEMGKILPEGIGEVQEIIDMCDYAVGLSRQLNGS  
A. thaliana  AAKIWMQVTAPKRGDIVRQIGDALRSKLDYLGRLLSLEMGKILAEGIGEVQEVIDMCDFAVGLSRQLNGS  
 
                     150       160       170       180       190       200       210       
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   ILPSERSGHALIEQWNPVGLVGIITAFNFPVAVYGWNNAIAMICGNVCLWKGAPTTSLISVAVTKIIAKV  
Z. mays      IIPSERPNHMMMEVWNPLGVVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKIVASV  
A. thaliana  VIPSERPNHMMLEMWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKLVAEV  
 
                     220       230       240       250       260       270       280       
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   LEDNKLPGAICSLTCGGADIGTAMAKDERVNLLSFTGSTQVGKQVGLMVQERFGRSLLELGGNNAIIAFE  
Z. mays      LEKNNLPGAIFTSFCGGTEIGQAIALDIRIPLVSFTGSTRAGLMVQQQVSARFGKCLLELSGNNAIIVMD  
A. thaliana  LEKNNLPGAIFTAMCGGAEIGEAIAKDTRIPLVSFTGSSRVGSMVQQTVNARSGKTLLELSGNNAIIVMD  
 
                     290       300       310       320       330       340       350       
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   DADLSLVVPSALFAAVGTAGQRCTTARRLFIHESIHDEVVNRLKKAYAQIRVGNPWDPNVLYGPLHTKQA  
Z. mays      DADIQLAVRSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLILHENIYQTFLDQLVEVYKQVRIGDPLEKGTLLGPLHTPAS  
A. thaliana  DADIQLAARSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLLLHESVYDKVLEQLLTSYKQVKIGNPLEKGTLLGPLHTPES  
 
                     360       370       380       390       400       410       420       
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   VSMFLGAVEEAKKEGGTVVYGGKVMDRPGNYVEPTIVTGLGHDASIAHTETFAPILYVFKFQNEEEVFAW  
Z. mays      KENFLKGIQTIKSQGGKILFGGSAIESEGNFVQPTIVE-ITPSAPVVKEELFGPVLYAMKFQTLKEAIEI  
A. thaliana  KKNFEKGIEVIKSQGGKILTGGKAVEGEGNFVEPTIIE-ISADAAVVKEELFAPVLYVLKFKSFGEAVAI  
 
                     430       440       450       460       470       480       490       
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
H. sapiens   NNEVKQGLSSSIFTKDLGRIFRWLGPKGSDCGIVNVNIPTSGAEIGGAFGGEKHTGGGRESGSDAWKQYM  
Z. mays      NNSVPQGLSSSIFTKRPDIIFKWLGPHGSDCGIVNVNIPTNGAEIGGAFGGEKATGGGREAGSDSWKQYM  
A. thaliana  NNSVPQGLSSSIFTRNPENIFRWIGPLGSDCGIVNVNIPTNGAEIGGAFGGEKATGGGREAGSDSWKQYM 
 
Figura 1- Alinhamento das possíveis AASADHs de arabidopsis, milho e AASADH humana. As candidatas 
de milho e arabidopsis apresentam 60 e 63% de identidade em relação à AASADH humana. As regiões 
sombreadas em preto mostram seqüências conservadas entre as espécies. 
 
Determinação da atividade da AASADH 
Nos experimentos para detecção da atividade da AASADH foi utilizado um extrato 
proteico parcialmente purificado de sementes de milho. No capítulo II a caracterização 
enzimática da AASADH é mostrada mais detalhadamente. Nesta sessão pretendeu-se 
mostrar a atividade da AASADH e alguns testes preliminares de cinética enzimática. O 









                          10        20        30        40        50        60        70 
               ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
P. sativum     --MGSDSNNLGFLKEIGLGA-TNIGSFINGQWKANGPTVHSVNPSTNQ--VIASVTEATLDDYEEGLRAS 
M. domestica   --MGFAKKEHEFLSAIGLAP-ENPGGFINGKWKASGPVISTVSPSNNQ--EIAKVTEVSMEEYEEGLRSC 
B. napus       --MGSASKEYEFLSEIGLSSSHNLGNYVGGKWLGNGPLVSTLNPANNQVLPIAQVVEASLEDYEIGLKAC 
E. characias   --MGFARKEYEFLSEIGLSE-RNLGCYVNGTWKANGPVVTTSNPANNQ--AIAEVVEGSIEDYEEGMKAC 
A. thaliana    --MGSANNEYEFLSEIGLTS-HNLGSYVAGKWQANGPLVSTLNPANNQ--PIAQVVEASLEDYEQGLKAC 
S. bicolor     MGA-FAKEEHQFLAELGLAQ-RNPGAFVCGAWGGSGPAVTSTSPTNNQ--VIAEVVEASVQDYEEGMRAC 
V. vinifera    --MSFERKEYQFLAEIGVGP-ANPGCYINGEWKARGPLVSSVNPSNNQ--RIAVVTEASIEDYEEGLMAC 
Z. mays        MGA-FAKEEHQFLAELGLAQ-RNPGAFACGAWGGSGPTVTSTSPTNNQ--VIAEVVEASVHDYEEGMRAC 
 
                       80        90       100       110       120       130       140 
               ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
P. sativum     SEAAKTWRTVPAPKRGEIVRQIGDALRAKLDPLGRLVALEMGKILAEGIGEVQEIIDMCDYSVGLSRQLN 
M. domestica   NDAAKTWKSLPAPKRGEIVRQIGDALREKLQHLGKLVSLEMGKILAEGIGEVQEVIYMCDFAVGLSRQLN 
B. napus       EEAAKTWMQVPAPKRGDIVRQIGDALRSKLDYLGRLLSLEMGKILAEGIGEVQEVIDMCDFAVGLSRQLN 
E. characias   SEAAKIWMQVPAPKRGDIVRQIGDALRGKLEHLGRLVSLEMGKILAEGIGEVQEIIDMCDFCVGLSRQLN 
A. thaliana    EEAAKIWMQVTAPKRGDIVRQIGDALRSKLDYLGRLLSLEMGKILAEGIGEVQEVIDMCDFAVGLSRQLN 
S. bicolor     FDAAKTWMAFPAPKRGEIVRQIGDALRAKLHHLGRLVSLEMGKILPEGIGEVQEIIDMCDYAVGLSRQLN 
V. vinifera    SEAAKTWMKIPAPKRGEIVRQIGEALRAKLGSLGRLVSLEMGKILAEGIGEVQEIVDMCDYAVGLSRQIN 
Z. mays        FDAAKTWMAIPAPKRGEIVRQIGDALRAKLHHLGRLVSLEMGKILPEGIGEVQEIIDMCDYAVGLSRQLN 
 
                      150       160       170       180       190       200       210 
               ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
P. sativum     GSIIPSERPEHMMFEVWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVGGNTVVWKGAPTTPLITVAVTKLIA 
M. domestica   GSIIPSERPDHMMFEVWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLVTIAVTKLIA 
B. napus       GSVIPSERPNHMMLEMWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKLVA 
E. characias   GSIIPSERPNHAMLEMWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCAVWKGAPTTPLMTIATTKLVA 
A. thaliana    GSVIPSERPNHMMLEMWNPLGIVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKLVA 
S. bicolor     GSIIPSERPNHMMMEVWNPLGVVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKIVA 
V. vinifera    GSIIPSERPDHMMCEVWNPMGIVGVITAFNFPCAVLGWNACLALVCGNCVVWKGAPTTPLVTIAVTKLVA 
Z. mays        GSIIPSERPNHMMMEVWNPLGVVGVITAFNFPCAVLGWNACIALVCGNCVVWKGAPTTPLITIAMTKIVA 
 
                      220       230       240       250       260       270       280 
               ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
P. sativum     EVFERNNLPGAIFTALCGGADIGHAIAKDTRIPLVSFTGSSKVGALVQQTVSQRFGKTLLELSGNNAIIV 
M. domestica   EVLEKNNLPAAIFTAFCGGAEIGEAIAKDTRIPLVSFTGSSKVGAKVQQIVTERFGKCLLELSGNNALIV 
B. napus       EVLEKNHLPGAIFTAMCGGAEIGEAIAKDTRIPLVSFTGSSKVGLTVQQTVSARSGKTLLELSGNNAIIV 
E. characias   EVLERNNLPLAIFTSFCGGADIGQAIAKDTRIPLVSFTGSSKVGLMVQQTVNQRYGKSLLELSGNNAIIV 
A. thaliana    EVLEKNNLPGAIFTAMCGGAEIGEAIAKDTRIPLVSFTGSSRVGSMVQQTVNARSGKTLLELSGNNAIIV 
S. bicolor     SVLEKNNLPGAIFTSFCGGTEIGQAIAVDTRIPLVSFTGSTRAGLMVQQQVNARFGKCLLELSGNNAIIV 
V. vinifera    EVLEKNNLPGAIFTSFCGGAEIGEAISKDARIPLVSFTGSSKVGLMVQQAVNQRFGKCLLELSGNNAIII 
Z. mays        SVLEKNNLPGAIFTSFCGGTEIGQAIALDIRIPLVSFTGSTRAGLMVQQQVSARFGKCLLELSGNNAIIV 
 
                      290       300       310       320       330       340       350 
               ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
P. sativum     MDDADITLAVRSIFFAAVGTAGQRCTTCRRLYLHESVYANVLEQLTALYKQVKIGNPLEEGTLVGPLHTR 
M. domestica   MDDADVGLAVRSIFFAAVGTAGQRCTTCRRLYLHESIYQNVLDKLVGLYNQVKIGDPLEEGTLVGPVHTK 
B. napus       MDDADIQLAARSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLLLHESVYDKVLEQLLTSYKQVKIGDPLEKGTLLGPLHTP 
P. sitchensis  MEDADLAMVVRSVLFAAVGTAGQRCTSCRRLLLHEKVYQHVIEQLTDAYKQVKLGDPLDKDTLLGPLHTR 
E. characias   MDDADIPLAARSILFAAVGTAGQRCTTCRRLILHEKIYDTVLDQLLKSYKQVKIGDPLEKGTLLGPVHTA 
A. thaliana    MDDADIQLAARSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLLLHESVYDKVLEQLLTSYKQVKIGNPLEKGTLLGPLHTP 
S. bicolor     MDDADIQLAVRSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLILHESIYQTFLDQLVEVYKQVRIGDPLEKGTLLGPLHTP 
V. vinifera    MEDADIGLAVRSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLLVHESIYETVLNQLIDVYKQVKMGDPLEKSTLVGPLHTR 
Z. mays        MDDADIQLAVRSVLFAAVGTAGQRCTTCRRLILHENIYQTFLDQLVEVYKQVRIGDPLEKGTLLGPLHTP 
 
 
Figura 2- Alinhamento entre as possíveis AASADHs de plantas. As regiões sombreadas em preto mostram 







Figura 3- Base da especificidade da antiquitina (AASADH) pelo substrato. A) Modelagem indicando o ácido 
glutâmico na posição 120 responsável pela estabilização do substrato no sítio de ação da enzima (adaptado de 
Tang et al., 2008). B) A comparação entre a seqüência de aminoácidos das antiquitinas de milho e 
arabidopsis, outras ALDHs de arabdopsis e as antiquitinas humana e do peixe mostram a conservação do 
ácido glutâmico apenas entre as antiquitinas, salientado em vermelho.  
 
Foi avaliado neste experimento o tipo de cofator utilizado de forma mais eficiente 
pela enzima (Figura 4A). As reações foram conduzidas na presença de 2 mmol/L de NAD+ 
ou NADP+ a 30°C e foi monitorada a formação do cofator reduzido (NADH ou NAPH) por 
espectrofotometria a 340 nm. Os pontos em azul e amarelo correspondem ao branco (reação 
sem o substrato AASA) na presença do cofator NAD e NADP, respectivamente. Como 
esperado, a absorbância destes não aumentou em relação ao tempo. Os pontos em violeta 
(NAD+) e verde (NADP+) correspondem à atividade da enzima em função do tempo. Foi 
observado aumento da absorbância somente para a amostra em presença de NAD+, 
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mostrando que a AASADH de sementes de milho é seletiva para o cofator NAD+, sendo 
inativa na presença de NADP+. Para avaliar o efeito da concentração do cofator NAD+ no 
meio de reação foram testadas as concentrações de 1, 2 e 3 mmol/L de NAD+. Como pode 
ser observado na Figura 4C não houve mudança significativa na atividade da enzima em 
função da concentração do cofator, provavelmente porque as concentrações de NAD+ 
estavam saturadas. Para avaliar o efeito da concentração do substrato na velocidade da 
reação, o experimento foi conduzido utilizando-se as concentrações de 125, 250, 500 e 
1000 mol/L de AASA. A Figura 4B mostra que a atividade enzimática depende da 
concentração do substrato. No caso do efeito da concentração de proteína na velocidade da 
reação, o experimento foi conduzido utilizando-se as concentrações de 100, 200, 300 e 500 
g de proteínas no ensaio. A velocidade de reação aumentou em relação ao aumento de 
proteína (Figura 4D).  
Como proposto anteriormente (Arruda et al. 2000) a AASADH transforma o 
substrato AASA em ácido aminoadípico, mediante a redução do cofator NAD para NADH. 
A fim de comprovar que a atividade observada corresponde à atividade de AASADH, o 
meio de reação, após aproximadamente 1h de tempo de incubação, foi filtrado em sistema 
Amicon (Millipore) de 5000 Da de exclusão molecular. O filtrado foi concentrado em 
speed vac e 10 e 20µL foram carregados em uma placa de CCD. Ao lado da amostra foram 
carregados padrões de ácido aminoadípico e lisina e como fase móvel utilizou-se n-butanol, 
acetona, dietilamina, trietilamina e água, nas proporções 10:10:1:1:5. Após a cromatografia 
a placa foi banhada com uma solução 2% de ninhidrina em etanol. A Figura 5 mostra os 
spots corados com a ninhidrina. Os spots 5 e 7 correspondem ao branco e o 6 e 8 ao meio 
reacional da AASADH. Os spots 1, 2, 3 e 4 correspondem aos padrões de valina, lisina, 
ácido aminoadípico e AASA, respectivamente. Observa-se que a migração do ácido 
aminoadípico é correspondente a migração do produto formado pela reação da AASADH 
com o substrato AASA. Este resultado é um forte indicativo de que a atividade observada 






















Figura 4- Atividade enzimática de AASADH: A) Avaliação do tipo de cofator. Os pontos em azul e amarelo 
correspondem ao branco (reação sem o substrato AASA) para o cofator NAD e NADP, respectivamente. Os 
pontos em correspondem violeta ao cofator NAD e verde ao NADP. B) avaliação da concentração de 
substrato AASA. Os pontos em azul correspondem ao branco (reação sem o substrato AASA). Os pontos em 
violeta, amarelo, verde e roxo correspondem à concentração de 125, 250, 500 e 1000 mol/L de AASA. C) 
Avaliação da concentração de cofator NAD. Os pontos em azul correspondem ao branco (reação sem o 
substrato AASA). Os pontos em violeta, amarelo e verde correspondem à concentração de 3, 2 e 1 mmol/L de 
NAD, respectivamente. D) Avaliação da concentração de proteína. Os pontos em azul correspondem ao 
branco (reação sem o substrato AASA). Os pontos em violeta, amarelo, verde e roxo correspondem à 
concentração de 100, 200, 300 e 500 g de proteínas. 
 
Purificação da AASADH de sementes de milho 
Um extrato proteico obtido de sementes imaturas de milho foi inicialmente 
precipitado com PEG 8000 e posteriormente cromatografado em coluna de troca aniônica 
(TA), afinidade por blue sepharose (AB) e gel filtração (GF). Inicialmente a fração solúvel 
do extrato foi submetida à precipitação com 7,5% de PEG 8000 e após a retirada do 
precipitado inicial (frac7,5%), adicionou-se PEG até 15 % de sal (frac7,5-15%). Essa fração 
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tampão de extração contendo um gradiente de NaCl. O pico de eluição foi determinado 
medindo-se a atividade da enzima em cada fração (Figura 6A) e verificou-se que a 
AASADH é eluida com aproximadamente 200 mmol/L de sal.  
 
 
Figura 5- Cromatografia em camada delgada: perfil cromatográfico dos produtos da reação do extrato 
protéico de milho com o substrato AASA. Spots 1: 50ng de valina; 2: 50ng de lisina; 3: 75 ng de ácido 
aminoadípico; 4: 70ng de AASA; 5: 20 uL branco sem AASA; 6: 20 uL reação AAASADH; 7: 10 uL branco 
sem AASA; 8: 10 uL reação AAASADH. 
 
As frações correspondentes ao pico de atividade da AASADH (frações 10 a 14) 
foram reunidas e dialisadas no tampão de afinidade por uma noite e injetadas em uma 
coluna contendo resina Blue Sepharose. As frações com atividade de AASADH foram 
analisadas por SDS-PAGE (Figura 6D). Observa-se que grande parte dos contaminantes é 
retirada após a cromatografia de afinidade, mas também há uma diminuição da atividade 
nas frações (Figura 6B), indicando que parte da AASADH é perdida durante o processo. As 
frações com atividade de AASADH foram novamente reunidas, precipitadas com 
(NH4)2SO4 até 65% de saturação e injetada na coluna de gel filtração. O padrão de eluição é 
mostrado na figura 6C e a análise em SDS-PAGE das frações com atividade é mostrado na 
figura 6D. Após os processos de purificação podemos observar que boa parte dos 
contaminantes foi retirada, mas ainda será preciso acrescentar alguns outros passos de 






Figura 6- Purificação AASADH de sementes de milho. A) Perfil de eluição da AASADH após cromatografia 
de troca aniônica. B) Perfil de eluição da AASADH após cromatografia de afinidade em coluna de blue 
sepharose. C) Perfil de eluição da AASADH após cromatografia de gel filtração. A atividade de AASADH foi 
determinada nas frações eluídas de cada coluna. D) Análise em SDS-PAGE das frações correspondentes aos 
picos de atividade de AASADH obtidos após cada passo cromatográfico: L – padrão de peso molecular; EB – 
extrato bruto; TA – troca aniônica; AB – afinidade por blue sepharose; GF – gel filtração.  
 
Determinação do estado oligomérico da AASADH de milho 
Para a determinação do estado oligomérico da AASADH foram injetados na coluna 
de gel filtração os padrões de proteína tiroglobulina (669 kDa), ferritina (440 KDa), 
aldolase (158 KDa), BSA (67 kDa) e chimotripsinogênio (24 kDa) e foram determinados os 
parâmetros de eluição Ve, Vo, Vt e Kav para cada padrão. Construiu-se uma curva de 
calibração Kav vs log MW e com base no volume de eluição da AASADH, estimou-se o 
peso molecular da proteína em 224 kDa. A análise da sequência de aminoácidos da enzima 
indicou que a AASADH possui 54,4 kDa,  ou seja a proteína ativa encontra-se como 
tetrâmero (Figura 7). Tal resultado é condizente com os dados de cristalografia obtidos para 





Padrão  MW (Da)  ve (mL)  Kav  log MW  
Blue Dextran 2000000 8,73   
Tiroglobulina 669000 10,05 0,086444 5,825426 
Ferritina 440000 11,59 0,187295 5,643453 
Aldolase 158000 13,35 0,302554 5,198657 
BSA 67000 14,46 0,375246 4,826075 
Chimotripsinogênio 24000 17,05 0,544859 4,380211 
     
Amostra 224000 12,5 0,246889 5,351763 
MW estimado 54000    
estado oligomérico 





Figura 7- Determinação do estado oligomérico da AASADH de milho em solução. A curva de calibração foi 
construída com base nos parâmetros de eluição de padrões comercias. O volume de eluição da AASADH foi 
determinado pelo pico de atividade enzimática. Sombreado em amarelo está o log MW da AASADH 
determinado a partir da curva de calibração e em verde está a massa molecular da enzima. 
 
Produção dos anticorpos anti-LKR e anti-AASADH de milho 
Para a produção dos anticorpos a sequência de aminoácidos de cada proteína foi 
analisada no programa ProtScale a fim de encontrar regiões imunogênicas.  Seguindo 
parâmetros preditos de hidrofobicidade e localização em regiões mais expostas foram 














síntese dos peptídeos e produção dos anticorpos em coelhos. As sequências dos peptídeos 
estão mostradas na Tabela 2. No caso da AASADH foi necessária uma análise comparativa 
com sequências de outras desidrogenases, a fim de identificar regiões não conservadas e 
aumentar a especificidade do anticorpo. Amostras de semente de milho foram analisadas 
por western blot (Figura 8) e tanto para LKR quanto AASADH os anticorpos (anti-
AASADH 1 e anti-AASADH 2) foram específicos.  No caso da LKR era esperado uma 





Figura 8- Análise da especificidade dos anticorpos anti-LKR e anti-AASADH em western-blot usando 
extrato de endosperma de milho com 17 DAP. Foram produzidos anticorpos a partir de duas sequências da 
LKR (anti-LKR 1 e 2) e AASADH (anti-AASADH 1 e 2). O sinal detectado na região de 130 kDa e 56 kDa 
correspondem  à proteína LKR-SDH e AASADH, respectivamente. 
 
Clonagem do gene que codifica a AASADH em pGEM-T e vetor de expressão pGEX-
4T-1 e produção da proteína recombinante 
Como não obtivemos a enzima totalmente purificada de endosperma de milho 
iniciamos a produção da proteína recombinante, a fim de realizar os estudos de cinética 





Tabela 2: Sequência das proteínas e peptídeos usados para produção de anticorpos em coelho. Em vermelho e 
amarelo estão destacadas as regiões da proteína utilizadas no processo. 








































A sequência correspondente à região codificada do gene Aldh7a1 de milho foi 
clonada em vetor pGEM-T e subclonada no vetor de expressão pGEX-4T-1. O vetor de 
expressão foi inserido em bactérias E. coli BL21 (DE3) pRil e a produção da enzima 
ocorreu à 37°C, após indução de 4h com 1mmol/L de IPTG. A construção do vetor pGEX-
4T-1_AASADH implica na produção da proteína fusionada com GST, o que leva a uma 
sequência de aminoácidos de aproximadamente 80 kDA, já que a GST possui 26 kDA e a 
AASADH por volta de 54 kDa. A Figura 9 mostra que foi produzida uma quantidade 
bastante significativa de uma proteína com peso molecular em torno de 80 kDa.  
Foi realizada uma análise por western-blot da amostra induzida e o resultado mostra 
que o anticorpo produzido a partir da sequência da AASADH interagiu de forma específica 
com a proteína recombinante. Infelizmente a proteína recombinante permaneceu toda na 
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Figura 9- Produção da AASADH recombinante em bactérias bL21 pRil transformadas com o vetor pGEX-
Aldh7a1. Análise em SDS-PAGE e western-blot: L padrão de peso molecular; NI extrato bacteriano não 
induzido; I extrato bacteriano induzido; WB western-blot do extrato bacteriano induzido. O sinal detectado 
por volta de 81 kDa corresponde à AASADH fusionada à proteína GST. 
 
Foram realizados testes para solubilização da proteína recombinante, usando ureia, de 
acordo com Harper & Speicher, (2011). A AASADH-GST foi solubilizada e purificada em 
resina GST-Sepharose 4B (GE, EUA). Apesar de solúvel, a enzima fusionada não 
apresentou atividade com o substrato AASA. A proteína recombinate fusionada foi então 
incubada com trombina para clivagem do domínio GST. Após clivagem a AASADH 
preciptou completamente, provavelmente porque não está enovelada de maneira 
apropriada. Os ensaios de ressolubilização, purificação e clivagem foram avaliados em 




Figura 10- Avaliação dos ensaios de solubilização, purificação e clivagem da proteína AASADH-GST 
recombinante. Sublinhado em vermelho é possível observar a proteína fusiondada, na região de 80 kDa, nas 
frações “induzido total”, “fração insolúvel” e na fração “purificada antes da clivagem” com trombina. 
Sublinhado em marrom vemos na fração “insolúvel após clivagem” uma banda na região de 56 kDa, referente 
à AASADH clivada, que está ausente na fração “solúvel após clivagem”. Sublinhado em verde vemos na 




Em plantas a AASADH é codificada pelo gene Aldh7a1 e o gene é bastante 
conservado entre plantas e animais.  
Ensaios de western-blot em condições denaturantes mostraram que a AASADH de 
milho possui aproximadamente 54 kDa, mas na forma ativa se apresenta na forma de 
tetrâmero.  
Como previsto no modelo da via da sacaropina, o AASA foi transformado em AAA 
mediante a redução do cofator NAD+ a NADH. Além disso, a enzima foi seletiva quanto ao 
cofator, não apresentando atividade na presença de NADP.  
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Lysine is catabolized in developing plant tissues through the saccharopine pathway. In this 
pathway, lysine is converted into α-aminoadipic semialdehyde (AASA) by the bifunctional 
enzyme lysine-ketoglutarate reductase/saccharopine dehydrogenase (LKR/SDH). AASA is 
then converted into aminoadipic acid (AAA) by aminoadipic semialdehyde dehydrogenase 
(AASADH). Here, we show that LKR/SDH and AASADH are co-expressed in the sub-
aleurone cell layers of the developing endosperm; however, although AASADH protein is 
produced in reproductive and vegetative tissues, the LKR/SDH protein is detectable only in 
the developing seeds. AASADH showed an optimum pH of 7.4 and Kms for AASA and 
NAD+ in the micromolar range. In the developing endosperm the saccharopine pathway is 
induced by exogenous lysine and repressed by salt stress, whereas proline and pipecolic 
acid synthesis are significantly repressed by lysine. In young coleoptiles the LKR/SDH and 
AASADH transcriptions are induced by abiotic stress, but while the AASADH protein is 
upregulated in stressed tissues, LKR/SDH does not. In the developing seeds the 
saccharopine pathway is used for pipecolic acid synthesis although proline may play a 
major role in abiotic stress response. Pipecolic acid may be involved in biotic stress 
response. The role of the saccharopine pathway in seed development and stress responses is 
discussed. 








In developing plant tissues, lysine is catabolized via the saccharopine pathway. In this 
pathway, lysine is converted into AAA in three enzymatic steps that are catalyzed by 
lysine-ketoglutarate reductase (LKR), saccharopine dehydrogenase (SDH) and aminoadipic 
semialdehyde dehydrogenase (AASADH) (Arruda et al. 2000) (Fig. 1). The first two 
enzymatic activities occur in a bifunctional polypeptide that plays a critical role in 
regulating free lysine accumulation in maize seeds (Houmard et al. 2007; Anderson et al. 
2010). The third enzyme, AASADH, has not been well characterized at the molecular and 
biochemical levels in plants. LKR/SDH downregulation leads to increased free lysine 
accumulation in maize seeds (Houmard et al. 2007; Frizzi et al. 2008; Reyes et al. 2009), 
which also impacts the level of bound lysine in some cases, particularly when LKR/SDH 
downregulation is combined with lysine feedback-insensitive aspartate kinase (AK) (Frizzi 
et al. 2008). This condition is true for both maize and rice (Frizzi et al. 2008; Long et al. 
2013).  
 
Figure 1. The saccharopine pathway for lysine catabolism. Lysine is converted into α-aminoadipate-δ-
semialdehyde via a two-step reaction that involves lysine-ketoglutarate reductase (LKR), which condenses 
lysine and α-ketoglutarate into saccharopine, and saccharopine dehydrogenase (SDH), which hydrolyze 
saccharopine into α-aminoadipate-δ-semialdehyde and glutamate, respectively. The α-aminoadipate-δ-




 The saccharopine pathway has also been associated with stress responses in 
rapeseed and Arabidopsis (Deleu et al. 1999; Moulin et al. 2000; Moulin et al. 2006; Less 
et al. 2011). The gene encoding LKR/SDH is upregulated when these plants are subjected 
to salt and/or osmotic stress. The gene encoding AASADH is also involved in the stress 
response in plants and animals (Rodrigues et al. 2006; Battur et al. 2009; Brocker et al. 
2010; Brocker et al. 2011). AASADH is upregulated when plantlets, tissues or cells are 
subjected to osmotic stress (Guerrero et al. 1990; Rodrigues et al. 2006; Brocker et al. 
2010), and the ectopic overexpression of the AASADH gene results in stress-tolerant plants 
(Rodrigues et al. 2006). 
 The saccharopine pathway also occurs in a number of bacteria, most of which live 
in high-salt or osmotic stress-inducing environments (Serrano et al. 2012, Neshich et al. 
2013). In Silicibacter pomeroyi, for example, the three enzymes LKR, SDH and AASADH 
are upregulated when bacteria are subjected to osmotic stress (Neshich et al. 2013). The 
saccharopine pathway in dicot plants and bacteria that are subjected to salt/osmotic stress is 
associated with the increased synthesis of the compatible solute pipecolic acid, which 
appears to alleviate these stress conditions (Moulin et al. 2006; Neshich et al. 2013). In 
fact, a number of bacterial species that live in stress environments use the saccharopine 
pathway and three other lysine-to-AASA pathways to catabolize lysine. In these organisms, 
pipecolic acid is synthesized from Δ1-piperidine-6-carboxylic acid (P6C), which is the 
cyclic form of AASA, by the catalytic activity of pyrroline-5-carboxylate reductase (P5CR) 
(Struys & Jakobs 2010). Thus, the upregulation of LKR/SDH and other lysine-to-AASA-
producing pathways may channel lysine to pipecolic acid, which ultimately acts as an 
osmoprotectant (Moulin et al. 2006; Struys & Jakobs 2010, Neshich et al. 2013).  
 The AASADH from mammals uses various aldehydes as substrates (Brocker et al. 
2010), and the ability to use these substrates may represent a major role of this enzyme in 
detoxifying cells from aldehydes. For example, a rice mutant that is null for AASADH 
exhibit impaired seed maturation and viability (Shin et al. 2009). In humans, mutations in 
the AASADH-encoding gene lead to the accumulation of AASA and P6C. P6C binds 
pyridoxal-5-phosphate in neurons and causes pyridoxine-dependent seizures (Mills et al. 
2006). AASADH may also protect mammalian cells from oxidative stress by metabolizing 
a number of lipid peroxidation-derived aldehydes (Brocker et al. 2011).  
39 
 
 In this work, we studied LKR/SDH and AASADH in developing maize seeds and 
plantlets that were subjected to salt, osmotic and oxidative stress and demonstrated that co-
expression of LKR/SDH and AASADH occurs in the developing endosperm at the 
transcriptional and translational levels. In contrast, LKR/SDH transcription is uncoupled 
from translation in coleoptiles that are subjected to a series of abiotic stresses. We discuss 
the role of the saccharopine pathway in seed development and stress responses. 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Plant material and culture conditions 
 The maize hybrid CR101 from Criagene Ltd., São Paulo, Brazil was grown in a 
greenhouse at Centro de Biologia Molecular e Engenharia Genética, Universidade Estadual 
de Campinas, Campinas, Brazil. The plants were self-pollinated, and the immature seeds 
were harvested 17 days after pollination (DAP) and frozen at -80°C. For 
immunohistochemical analysis, fresh 17 DAP seeds were removed from the cob and 
immediately processed. For the stress treatment, the seeds were allowed to germinate for 5 
days on germination paper rolls that were wetted with ½ strength Murashige & Skoog 
medium (½ MS) (Murashige & Skoog 1962) in the dark. The germinated plants were 
transferred to 250-mL plastic pots (6 plants/pot) containing the following: 1) ½ MS; 2) ½ 
MS + 200 mΜ NaCl; 3) ½ MS + 20% PEG 8000; and 4) ½ MS + 5 mΜ H2O2. The plants 
were positioned at the top of the solutions using Styrofoam with small rolls, which allowed 
the roots to pass through to the solution. The plants were subjected to the different stresses 
for 12 h at 24±2°C. The coleoptiles and roots were sampled, frozen in liquid nitrogen (N2) 
and stored at -80°C. Four biological replicates were prepared for each treatment. For the 
stress treatment of the immature seeds, the upper halves of the 17 DAP seeds were cut with 
a razor blade and immediately immersed in the following solution for 12 h at 28°C in the 
dark: 1) ½ MS; 2) ½ MS + 5 mM lysine; 3) ½ MS + 200 mM NaCl and 4) ½ MS + 200 
mM NaCl + 5 mM lysine. After incubation, the samples were collected, briefly rinsed with 





Chemicals and antibodies 
Nonanal, trans-2-nonenal, hexanal, octanal, benzaldehyde and propanal were 
purchased from Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA unless otherwise specified. AASA 
was produced according to Mills et al. (2006). Briefly, 10 mg of L-allysine ethylene acetal 
(Sigma-Aldrich) was dissolved in 1 mL of Milli-Q water and then incubated with 40 mg of 
Amberlyst 15 resin (Sigma, USA) for 20 minutes with stirring. The mixture was loaded 
onto a glass column (I.D. 10 mm × L 10 cm), and the liquid phase was collected. The resin 
was rinsed with 0.5 mL of 25% NH4OH and then washed 3 times with 1 mL of Milli-Q 
water. The collected fractions were pooled and dried under a nitrogen stream. Anti-
AASADH and anti-LKR/SDH polyclonal antibodies were manufactured by GenScript, 
USA, using immunogenic peptides specific for each enzyme. To select the immunogenic 
peptides, the amino acid sequences of the enzymes were analyzed using the Protscale tool 
(http://web.expasy.org/protscale/) to identify regions for proper peptides design according 
to hydrophobicity pattern (Kyte & Doolittle 1982) and  conformation (Chou & Fasman 
1978). For LKR/SDH peptide sequences were designed to cover the isoforms available in 
sequence databases (Supporting Information Fig. S1). The peptide sequences 
CFRYDPSKNSYHDDME and CEVEYPDGQPAEKHQA for the maize LKR and SDH 
domains, respectively, (protein id NP_001104873.1) and CAGSDSWKQYMRRAT for the 
maize AASADH (protein id NP_001149126.1) were sent to GenScrip for peptide synthesis, 
rabbit immunization and antibodies production. Antibodies manipulation was performed 
according to manufacturer’s protocols and their specificity were tested by western-blot 
analysis of maize endosperm protein extracts. 
 
Immunohistochemical detection of LKR/SDH and AASADH in the developing 
endosperm 
Fresh 17 DAP seeds were removed from the cobs, cut longitudinally into two halves 
and fixed overnight in 4% formaldehyde in PBS buffer (10 mΜ Na2HPO4, 1.75 mΜ 
KH2PO4, 137 mΜ NaCl, 2.7 mΜ KCl, pH 7.4). The fixed material was immersed in 25% 
sucrose solution for 12 h and then embedded in the cryogenic medium Tissue Tek® OCT 
(Sakura, Japan). A Leica Cryostat - CM1850 (Leica, Japan) was used to produce 16-μm 
histological sections that were mounted on Fisherbrand Superfrost Plus slides (Thermo 
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Fisher Scientific Inc., USA). The slides were washed 3 times with 1 mL of PBS for 10 
minutes and permeabilised with 1 mL of PBS containing 0.1% Triton X-100 for 1 minute 
followed by two washes with 1 mL of PBS for 5 minutes. The sections were submerged in 
800 μL of blocking solution (PBS/blocking reagent) for 3 hours at room temperature. The 
sections were then incubated overnight at 4°C with 300 μL of primary antibody solution 
(PBS containing 1% BSA, 0.3% Triton X-100 and anti-AASADH or anti-LKR antibodies 
that were diluted 1:500). The slides were washed 3 times with 1 mL of PBS for 5 minutes 
and then incubated for 3 hours at room temperature in the dark with 300 μL of secondary 
antibody (PBS containing 1% BSA, 0.3% Triton X-100 and anti-rabbit Alexa 546 antibody 
that was diluted 1:400). The sections were washed 3 times with 1 mL of PBS for 5 minutes 
in the dark and incubated for 45 minutes with 500 μL of Hoechst nuclear dye solution (0.5 
μg/mL in 1X PBS) and then washed 2 times with 1 mL of PBS for 5 minutes. The slides 
were then mounted with 100 μL Mowiol (Sigma-Aldrich), and the images were visualized 
on a Leica fluorescence microscope DM950. Sections incubated with pre-immune serum 
were used as negative controls. 
 
Immunoblotting 
The frozen tissues were ground to a powder in liquid N2, and approximately 50 mg of 
the powder was extracted with 500 μL of extraction buffer (50 mΜ Tris HCl, pH 8.5, 1 mΜ 
EDTA, 1 mΜ DTT, 5 mΜ benzamidine and 0.2% Triton X-100) in an ice bath for 10 
minutes. The extracts were centrifuged at 12,000 × g at 4°C for 10 minutes. The 
supernatants were collected, and the protein concentrations were estimated using the Bio-
Rad Protein Assay Kit (Bio-Rad, USA). Thirty milligrams of protein for each sample were 
separated in 8% SDS-PAGE gels. The gels were transferred to Hybond C membranes (GE 
Healthcare, USA) using a cell transfer Semi-Dry Trans Blot SD (Bio-Rad, USA). The 
membranes were blocked overnight with a 5% solution of low-fat milk in TBS-T (50 mΜ 
Tris-HCl, 137 mΜ NaCl, 2.7 mΜ KCl, 0.1% Tween 20 and pH 7.6). The membranes were 
then rinsed with 20 mL of TBS-T and incubated for 2 h at 8°C with the respective anti-
AASADH and anti-LKR antibodies that were diluted 1:1000 in TBS-T. The membranes 
were washed 3 times for 5 minutes with 20 mL of TBS-T and then incubated with a 
secondary antibody solution including an HRP-conjugated anti-rabbit antibody (Santa Cruz, 
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USA) that was diluted 1:5000 in TBS-T for 2 h at 8°C. The membranes were washed 3 
times for 5 minutes, developed with Super Signal West Pico Chemiluminescent Substrate 
(Thermo Scientific, USA) and radiographed using Kodak BioMax MR film. The same 
procedure was performed with pre-immune serum, to verify antibody specificity. 
 
Real-time RT-PCR 
Total RNA was extracted from coleoptiles using the illustra RNA isolation kit (GE 
Healthcare, USA) according to the manufacturer’s protocol. For immature seeds, the total 
RNA was extracted according to the method of Chang et al. (1993). Frozen endosperm 
samples (~150 mg) were ground in liquid nitrogen, transferred into 1.5-mL microtubes and 
homogenized with 500 μL of extraction buffer (200 mΜ Tris-HCl pH 8.0,100 mΜ LiCl, 5 
mM EDTA, 1% SDS, 1% polyvinylpyrrolidone (PVP) and 2% 2-mercaptoethanol). The 
RNA was then extracted with 500 μL of phenol:chloroform:isoamyl alcohol (25:24:1, 
v/v/v). The upper aqueous phase was collected and mixed with 1 volume of 6 M LiCl. The 
mixture was kept on ice overnight and then centrifuged at 10,000 × g for 30 minutes at 4°C. 
The supernatant was then discarded, and the pellet was washed with 1 mL of 3 M LiCl and 
centrifuged at 10,000 × g for 15 minutes at 4°C. The pellet was solubilized in 300 μL of 
300 mM sodium acetate, pH 5.2 (1 volume). The RNA was then precipitated with 2 
volumes of ethanol, and the pellet was solubilized with 50 μL of RNase-free water. The 
total RNA was purified using the illustra RNA isolation kit (GE Healthcare, USA) 
according to manufacturer’s protocols. The first-strand cDNA was synthesized using the 
RevertAid First Strand cDNA Synthesis Kit (Thermo Scientific, USA) according to the 
manufacturer’s protocol. LKR-, SDH-, AASADH-, P5CR- and β-actin-specific primers 
(Supporting Information Table 1) were used for the real-time RT-PCR using 40 ng of 
cDNA for each tissue sample with a SYBR green gene expression assay (Applied 
Biosystems, USA). At least 4 biological replicates were used for each tissue, and the data 
were analyzed according to the ΔΔCT method (Livak & Schmittgen, 2001) using β-actin as 






AASADH activity assay 
AASADH was partially purified from 17 DAP maize endosperm according to the 
protocols that were established for LKR/SDH (Kemper et al. 1998) with minor 
modifications. Approximately 5 g of immature endosperm was ground in liquid nitrogen 
and soaked in 15 mL of 25 mΜ sodium phosphate buffer at pH 7.4 containing 1 mΜ 
EDTA, 1 mΜ DTT and 5 mΜ benzamidine. The extract was centrifuged at 20,000 × g for 
20 minutes at 4°C, the supernatant was collected, and its pH was adjusted to 5.5 by adding 
solid NaH2PO4. Polyethylene glycol 8,000 at a 50% concentration (w/v) was added to the 
homogenate, resulting in a final concentration of 7.5%. The mixture was maintained at 4°C 
for 30 minutes and then centrifuged at 20,000 × g for 20 minutes at 4°C. The supernatant 
was collected and adjusted to 15% PEG 8,000. The mixture was maintained at 4°C for 30 
minutes and then centrifuged at 20,000 × g for 20 minutes at 4°C. The pellet was 
solubilized in 1 mL of buffer B (50 mΜ Tris-HCl, pH 8.5, 1 mΜ DTT, 1 mΜ EDTA and 
5mM Benzamidine), and the ressupended protein was applied to an ion exchange Q-
sepharose Fast Flow column (GE, USA). The enzyme was eluted from the column with a 
linear gradient of 0 to 0.5 M NaCl in buffer B. The fractions containing AASADH activity 
were combined, brought to 70% saturation with solid ammonium sulfate, and centrifuged at 
20,000 g for 10 min.  The pellet was solubilized in small volume of buffer B, desalted by 
dialysis against buffer B and applied to a Blue Sepharose 6 Fast Flow column. The enzyme 
was eluted with buffer B containing 2 M NaCl. The fractions containing AASADH activity 
were combined and brought to 70% saturation with solid ammonium sulfate, and 
centrifuged at 20,000 g for 10 min. The pellet was solubilized in a small volume of buffer B 
and applied to a Superdex 200 HR 10/30 column. The enzyme was eluted from the 
Superdex column with buffer B containing 0.3 M NaCl. All the chromatographic steps 
were performed in an Akta Purifier P900. Enzymatic assays were performed in 100 mΜ 
Tris-HCl at pH 7.4, which contained 100 μg of protein, 250 μΜ AASA and 1 mΜ NAD+ 
cofactor in a final volume of 1 mL. The AASADH activity was measured following the 
reduction of NAD+ at 30°C and 340-nm λ. The enzymatic assays were performed in 
triplicate. To determine the optimum pH, Tris and phosphate buffers were used at pH 
values ranging from 5.0 to 9.5. The reactions were performed in 100 mΜ of the appropriate 
buffer with 100 μg of protein, 250 μΜ AASA and 1 mΜ NAD+. The enzyme kinetics for 
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the NAD and AASA were estimated at cofactor/substrate concentrations ranging from 0.05 
to 3.2 mΜ. The enzyme kinetics for different aldehydes was determined according to 
Stagos et al. (2010) with minor modifications. The following aldehydes substrates were 
tested: nonanal, trans-2-nonenal, hexanal, benzaldehyde and propanal. The substrates were 
diluted to the appropriate concentrations in 20% methanol. The AASA solution was 
prepared in Milli-Q water. The assays were initiated by the addition of adequate substrate 
concentrations in the reaction mixture containing 100 mΜ Tris-HCl, pH 7.5, 1 mΜ NAD, 1 
mΜ pyrazole and 50 μg of protein. 
 
Metabolite extraction and UPLC-Mass spectrometry analysis 
Approximately 5 g of immature seeds was ground in liquid nitrogen and then freeze-
dried. The metabolites were extracted with MCW (methanol:chloroform:water 12:5:3 
v/v/v) according to the procedure described by Bielsky and Turner (1966). Briefly, 1.5 mL 
of MCW was added to 100 mg of dried powder. The samples were incubated in a 
sonication bath for 30 min and then kept on ice for 4 h with occasional shaking. The slurry 
was centrifuged at 10,000 × g for 20 min at room temperature, the supernatant was 
collected, and the pellet was re-extracted once. The supernatants were combined and then 
dried under a stream of N2. The pellet was resuspended in 200 µL of ultrapure water, and 
the metabolites were analyzed in a Waters ACQUITY UPLC coupled to a TQD triple 
quadrupole mass spectrometer (Micromass Waters, UK). Electrospray ionization in the 
positive ion mode was performed under the following parameters: ion source temperature 
150°C, desolvation temperature 300°C, capillary 3.0 kV and cone 50 V. Five microliters of 
each sample were injected into a Waters ACQUITY C18-BEH (2.1 × 100 mm, 1.7 µm) 
column at 30°C. The elution was performed using a 0 to 30% methanol gradient in acid 
water (ultrapure water containing 0.1% formic acid) with a flow rate of 0.2 mL min-1. The 
metabolite quantification and MS/MS analysis were conducted according to the method of 
Neshich et al. (2013). The measured metabolites were saccharopine, aminoadipic acid, 
pipecolic acid, proline and glutamate. The standards were prepared using pure compounds 







LKR/SDH and AASADH are co-expressed in the developing endosperm but 
not in the embryos or vegetative tissues 
LKR/SDH and AASADH are associated with the stress response in dicot vegetative 
tissues (Table 1), but there are no data available for maize, where LKR/SDH has only been 
demonstrated to occur in the seeds (Arruda et al. 2000; Reyes et al. 2009). An 
immunoblotting analysis of LKR/SDH and AASADH in developing maize seeds and 
vegetative tissues revealed high amounts of both enzymes in the endosperm, whereas in the 
unpollinated cobs, immature embryos, coleoptiles, germinating embryos and germinating 
endosperm, there were variable amounts of the AASADH protein but no detectable signals 
for the LKR/SDH protein (Fig. 2a). There were no detectable signals for LKR/SDH and 
AASADH in the roots. The absence of the LKR/SDH protein in maize tissues other than in 
the endosperm is inconsistent with what has been observed in dicot plants, which express 
the bifunctional enzyme ubiquitously in vegetative as well as in reproductive tissues (Deleu 
et al. 1999; Moulin et al. 2006; Less et al. 2011). The immunohistochemical analysis of the 
developing endosperm indicated that LKR/SDH and AASADH are co-expressed in the sub-
aleurone cell layers (Fig. 2b). To evaluate the antibodies specificity we tested the same 
samples with pre-immune serum and no significant signal was observed (Supporting 
information Fig. S2). Thus, the data that are presented in Fig. 2 suggest that co-expression 
occurs at the transcriptional and translational levels of LKR/SDH and AASADH in the 










Figure 2. Immunoblot analysis of lysine-ketoglutarate reductase/saccharopine dehydrogenase (LKR/SDH) 
and aminoadipic semialdehyde dehydrogenase (AASADH) using anti-LKR and anti-AASADH antibodies. (a) 
The tissues were sampled from unpollinated cob (uc), developing endosperm (en), developing embryo (eb), 
coleoptile (co), germinating kernels (ke) and roots (rt). (b) Immunolocalization of AASADH and LKR/SDH 
in sections of the developing seeds. The left panels show slides that were incubated with pre-immune serum, 
and the right panels show slides that were incubated with an anti-AASADH (upper panel) and anti-LKR 
antibodies (botton panel). (p) = pericarp and (sa) sub-aleurone cell layers. Bars = 20 m. 
 
AASADH kinetics indicate a range of aldehydes as the enzyme substrates 
AASADH is encoded by a single-copy gene in the maize genome 
(www.maizegdb.org). Therefore, to gain insight into the AASADH kinetics, we partially 
purified the enzyme (Supporting information Fig. S3) from 17 DAP endosperms. 
AASADH showed a pH optimum at approximately 7.4 (Fig. 3a), which is similar to that of 
LKR (Gonçalves-Butruille et al. 1996). The Km for AASA and NAD+ are 230 µM (Fig. 3b) 
and 95 µM (Fig. 3c), respectively, suggesting that AASADH must be active at very low 
cellular concentrations of AASA. The enzyme also utilizes a number of aldehydes as 
substrates, including hexanal (Km = ~11 µM), propanal (Km = ~15 µM), octanal (Km = 
~21 µM), nonanal (Km = ~80 µM) and benzaldehyde (Km ~154 µM) (Table 2). The low 




Table 1 - Expression of the genes Lkr/Sdh (lysine-ketoglutarate reductase/saccharopine 
dehydrogenase) and Aasadh* (aminoadipic semialdehyde dehydrogenase) in plants that 
were subjected to various abiotic stresse 
Plant Gene Observed effects References 
Rapeseed Lkr/Sdh  
Upregulation in leaf discs under 
osmotic stress 
Deleu et al. 1999  
Moulin et al. 2000 
Rapeseed Lkr/Sdh  
Upregulation in leaf discs under 
osmotic stress correlated with 
pipecolic acid accumulation  
Moulin et al. 2006 
Garden pea Aasadh Upregulation in tissues under water stress Guerrero et al. 1990 
Tobacco and 
Arabidopsis Aasadh 
Overexpression of soybean gene 
conferred tolerance to salinity, water 
deficit, H2O2 and paraquat 
Rodrigues et al. 2006 
Arabidopsis Aasadh 
Upregulation in plantlets under 
dehydration, salinity and ABA 
treatments 
Kirch et al. 2005 
Arabidopsis Aasadh 
Overexpression of the gene conferred 
tolerance to osmotic and oxidative 
stress. Knockout of the gene 
conferred susceptibility to 
dehydration and salt stress 
Kotchoni et al. 2006 
Rice  Aasadh  
Rice null mutant is susceptible to 
accelerated aging, toxic aldehyde 
levels, drought, cold, and heat 
Shin et al. 2009 
* The nomenclature Aasadh was used in this work to keep reference to the enzymatic reaction catalyzed by 
the enzyme aminoadipic semialdehyde dehydrogenase. It is the same gene as the Aldh7B1/4 used in some of 
the references cited in this work.  
 
In coleoptiles, LKR/SDH and AASADH are induced by salt, osmotic and 
oxidative stress at the transcriptional level, but only AASADH produces 
translated protein 
Maize seeds were germinated in filter paper rolls for 5 days in the dark. The seedlings 
were then transferred to ½ MS containing 200 mΜ NaCl, 20% PEG 8000 or 5 mΜ H2O2. 
The seedlings were maintained under stress for 12 h, and the coleoptiles and roots were 
sampled and immediately frozen in liquid N2. An immunoblot analysis of the protein 
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extract from stress-treated coleoptiles demonstrated an induced accumulation of the 
AASADH protein for all of the stress treatments compared to that of the control (Fig. 4a). 
LKR/SDH protein was not detected for any stress treatment or in control coleoptiles (Fig. 
4a). To determine whether the absence of LKR/SDH signals could be a result of antibody 
failure, we included 17 DAP endosperm extracts in the same gel. The endosperm proteins 
for AASADH and LKR/SDH were both detected, indicating that LKR/SDH is not 
expressed at the translational level in coleoptiles (Fig. 4a). We also performed an 
immunoblot analysis of the same membrane using a second antibody that was raised 
against the SDH domain and did not detect a signal in the stress-treated or untreated 
coleoptiles (Supporting information Fig. S4).  
Figure 3. Kinetic analysis of the maize aminoadipic semialdehyde dehydrogenase (AASADH). Aliquots of 
partially purified enzyme from 17 DAP endosperm were assayed for (a) optimum pH, (b) Km for aminoadipic 
semialdehyde (AASA) and (c) Km for NAD+. Each point is the average of triplicate assays using AASA as the 
substrate and NAD+ as the cofactor. 
We also performed immunoblots for the stress-treated and untreated roots for both of the 
enzymes and did not detect signals for AASADH or LKR/SDH (data not shown). We then 
analyzed the AASADH and LKR/SDH transcript abundance using real-time PCR. The 
AASADH-encoding gene showed a 9- to 12-fold induction at the transcriptional level and 
around 1.5- to 2-fold at the protein level in salt- and osmotic-and-oxidative stress-treated 
coleoptiles, respectively, compared to the controls (Fig. 4b and Supporting information Fig. 
S4). Surprisingly, we also detected a strong transcriptional induction of the LKR/SDH-
encoding gene in the coleoptiles that were subjected to stress (Fig. 4b). To confirm whether 
other stresses also induce LKR/SDH transcription, we searched for global transcriptomic 
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data from experiments that were performed with maize seedlings that were subjected to 
stress. 
Table 2 - Kinetic properties of native maize aminoadipic semialdehyde dehydrogenase for 
several substrates measured independently 
Substrate    Km1 Vmax1 Vmax/Km 
 M nmol NAD/min  
AASA 230.0 4.32 0.019 
Nonanal 79.9 1.57 0.020 
Trans-2-nonenal 387.0 0.77 0.0002 
Hexanal 10.7 1.05 0.098 
Octanal 21.7 1.07 0.049 
Benzaldehyde 154.4 0.3 0.004 
Propanal 15.2 1.79 0.118 
1The apparent Km and Vmax were determined by the Michaelis-Menten equation. Vmax/Km represents 
aldehyde oxidation expressed as nmol NAD reduced per min. The data represent the mean ± S.E. from three 
replicates. 
We identified experimental data using the Affymetrix Maize Genome Array 
(Affymetrix, USA) to study the transcriptomic expression in maize seedlings that were 
subjected to moderate and severe drought stress (Zheng et al. 2010). We verified that 
LKR/SDH transcription is induced in seedlings that were subjected to drought stress and 
that the transcript levels returned to background levels when the seedlings were re-hydrated 
(Fig. 4c and 4d). In addition, we searched the Plant Proteome Database (Sun et al. 2009) 
and found, in an experiment using young maize leaves, peptides representing AASADH 
isoforms but none peptide for LKR/SDH isoforms. This data reinforces our observations 






Figure 4. Expression of lysine-ketoglutarate reductase/saccharopine dehydrogenase (LKR/SDH) and 
aminoadipic semialdehyde dehydrogenase (AASADH) in the coleoptiles that were subjected to salt, osmotic 
and oxidative stress. (a) Protein extracts from the coleoptiles that were sampled from different stress 
treatments were immunoassayed using anti-AASADH (upper panel) and anti-LKR antibodies (middle panel). 
An antibody that was raised against β-actin was used as a loading control (bottom panel). (b) The relative 
mRNA content of the LKR, SDH and AASADH transcripts was assayed from cDNA that was synthesized 
from total RNA from the coleoptiles of stress-treated and non-treated maize seedlings. The bars indicate 
standard deviation from 4 biological replicates. (c and d) Array detection of LKR/SDH transcripts in maize. 
The array profiling data were retrieved from the data that were generated by Zheng et al. (2010). The relative 
expression was plotted for 10-25 DAP embryos (blue bars), 10-25 DAP endosperm (red bars), leaf (green bar) 
and root (yellow bar). (d) The relative expression in seedlings of two maize inbred lines (Han21, black bar) 
and (Ye478, red bar) that were subjected to moderate and severe drought stress and then re-watered. 
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In the developing endosperm, exogenous lysine induces the saccharopine 
pathway but negatively impacts proline and pipecolic acid accumulation 
Mass spectrometry was used to detect and quantify the intracellular concentrations of 
relevant saccharopine pathway metabolites in immature endosperm that was treated with 
lysine, NaCl or both (Fig. 5). As expected from the high amounts of LKR/SDH in the 
immature endosperm, a significant increase of both saccharopine and aminoadipic acid 
(1.5-fold and 2.5-fold, respectively) was observed when the seeds were incubated in ½ MS 
medium containing 5 mM lysine (Figs. 5a and 5b, red bars). However, when the seeds were 
incubated in ½ MS containing 200 mM NaCl, both of the metabolites decreased by 2-fold 
and 1.4-fold, respectively (Figs. 5a and 5b, blue bars). A compensatory effect was observed 
when 5 mM lysine was added to the high-salt medium; both the saccharopine and 
aminoadipic acid were restored to control levels (Figs. 5a and 5b, green bars). The opposite 
was observed for proline and pipecolic acid. The ½ MS medium supplemented with 5 mM 
lysine caused a decrease of 1.8-fold and 1.5-fold, respectively, in the concentration of both 
of the metabolites (Fig. 5c and 5d, red bars), whereas the addition of 200 mM NaCl did not 
alter the proline concentrations but caused a significant increase in the pipecolic acid level 
(Figs. 5c and 5d, blue bars). The same compensatory effect was observed when 5 mM 
lysine was added to the high-salt medium, with pipecolic acid being restored to control 
levels and proline being restored to a concentration that was significantly higher than what 
was observed for the lysine treatment (Figs. 5c and 5d, green bars). We also measured the 
concentrations of intracellular glutamate, which is the main substrate for proline synthesis, 
and found that it did not vary in the presence of lysine (Fig. 5e, red bar). The glutamate 
concentration was strongly reduced in the presence of high salt (Fig. 5e, blue bar), which 
was partially reversed by the addition of 5 mM lysine (Fig. 5e, green bar). We also 
measured the amount of metabolites in mature seeds and compared it to that of immature 
seeds (Fig. 5f). The level of saccharopine is 2.5-fold higher in mature seeds whereas the 
levels of pipecolic acid were comparable in immature and mature seeds (Fig. 5f, blue and 
green bars). The level of aminoadipic acid decreased in the mature seeds compared to that 
of the immature seeds (Fig. 5f, brown bars). However, the amounts of glutamic acid and 
proline decreased to approximately 10% and 15% of that of the immature seeds, 
respectively (Fig. 5f, purple and pink bars). We also determined whether the high-salt or 
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lysine treatments of the immature endosperm alter the expression at the transcriptional level 
of the genes encoding LKR/SDH, P5CR and AASADH. Real-time PCR using specific 
primers showed that the genes encoding the three enzymes were highly active ate the 
transcriptional level in developing endosperm, but there were no significant changes on the 






Figure 5. Saccharopine pathway metabolites content of 17 DAP maize seeds as measured by mass 
spectrometry. Immature seeds were incubated for 12 h in ½ strength MS medium with (+) or without (-) 5 
mM lysine and 200 mM NaCl. The metabolites analyzed were: (a) L-saccharopine, (b) L-aminoadipate, (c) L-
proline, (d) L-pipecolate and (e) L-glutamate. (f) Comparison of saccharopine pathway metabolites content 
between immature and mature maize seeds. The bars indicate the standard deviation from 4 biological 
replicates. (g) Schematic representation of saccharopine pathway as a source for proline and pipecolic acid. 
Lysine is converted to α-aminoadipate-δ-semialdehyde by lysine-ketoglutarate reductase (LKR) and 
saccharopine dehydrogenase (SDH). The α-aminoadipate-δ-semialdehyde is converted to α-aminoadipate by 
aminoadipate semialdehyde dehydrogenase (AASADH). Δ1-piperidine-6-carboxilate, the cyclic form of α-
aminoadipate-δ-semialdehyde can be converted into pipecolate by Δ1-piperidine-5-carboxilate reductase 
(P5CR). P5CR also synthesize proline from 1-pyrroline-5-carboxilate a metabolite produced from glutamate 
by 1-pyrroline-s-catboxilate sintetase (P5CS). The abundance of AASADH and P5CR regulate the metabolic 
flux to either pipecolate or α-aminoadipate. It is possible that lysine degradation inhibits P5CR (red lines), 




The saccharopine pathway in maize 
Lysine catabolism through the saccharopine pathway was first described in maize. 
Since then, the role of the bifunctional LKR/SDH enzyme has been investigated in other 
monocots and dicots (Gaziola et al. 1997; Moulin et al. 2006; Anderson et al. 2010; Less et 
al. 2011). LKR/SDH in maize differs from that of dicots in terms of the tissue expression 
pattern. In maize, LKR/SDH has been detected only in developing seeds (Fig. 2) (Arruda et 
al. 2000; Reyes et al. 2009). The LKR/SDH enzyme is highly active in the developing 
endosperm and localizes in the rapidly dividing sub-aleurone cell layers in a pattern ranging 
from the youngest to the oldest cells (Kemper et al. 1999). In maize endosperm, the 
expression of the gene encoding LKR/SDH is regulated by the transcriptional factor 
Opaque-2 (O2) (Kemper et al. 1999). O2 also regulates transcription of the 22-kD α-zein 
gene that encodes a storage protein sub-class that accumulates at high levels in the 
endosperm (Schmidt et al. 1992). Because zeins are devoid of lysine, we have previously 
postulated that the coordinated regulation of the α-zein- and LKR/SDH-encoding genes by 
O2 prevents free lysine accumulation in the developing endosperm (Arruda et al. 2000). In 
fact, the downregulation of LKR/SDH leads to the over-accumulation of free lysine in 
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maize seeds (Houmard et al. 2007; Frizzi et al. 2008; Reyes et al. 2009). Here, we show 
that the gene encoding AASADH, which catalyzes the third reaction step of the 
saccharopine pathway (Fig. 1), displays an expression pattern, in the sub-aleurone cell 
layers, that is identical to that of LKR/SDH (Fig. 2b). The expression of AASADH in the 
same endosperm cell types as LKR/SDH, is somewhat logical and may certainly function in 
preventing the accumulation of AASA, that exert toxic cellular effects (Brocker et al. 
2011). However, it is still unclear why cells require high LKR/SDH activity to produce a 
toxic compound that requires another enzyme for its quickly degradation. One plausible 
explanation is that high LKR/SDH activity is required to degrade excess lysine 
accumulated in the developing endosperm, (Arruda et al. 2000). In addition, LKR/SDH 
could also be associated with the response to the osmotic stress that is imposed by the high 
sugar concentration in the apoplasts of rapidly growing endosperm cells. High levels of 
sugar are necessary to support starch synthesis in the developing endosperm cells because 
starch constitutes 80% of the endosperm of mature seeds. This conclusion considers the 
observation that in dicot vegetative tissues, the LKR/SDH-encoding gene is induced by 
osmotic stress (Moulin et al. 2000; Moulin et al. 2006; Less et al. 2011). In rapeseed leaf 
discs that are subjected to osmotic stress, the induction of LKR/SDH is correlated with the 
increased accumulation of pipecolic acid, which acts as an osmoprotectant (Moulin et al. 
2006). Pipecolic acid can be synthesized from P6C, the cyclic form of AASA, by the 
enzyme P5CR (Fig. 5g). This pathway has recently been demonstrated to occur in human 
cells and bacteria (Struys & Jakobs 2010; Neshich et al. 2013). In bacteria, there are three 
alternative pathways that catalyze the formation of AASA from lysine, with LKR/SDH and 
lysine dehydrogenase (LYSDH) induced by osmotic stress in coordination with the 
induction of P5CR (Neshich et al. 2013). This induction results in the accumulation of 
pipecolic acid, which protects bacterial cells from osmotic stress (Neshich et al. 2013). 
Thus, the data that are presented in Fig. 2 suggest that the coordinated regulation of 
LKR/SDH and AASADH in the developing maize endosperm could also alleviate 
endosperm cells from osmotic stress via the synthesis of pipecolic acid from the P6C that is 
produced by LKR/SDH activity. In fact, the P5CR enzyme is abundant in the aleurone 
region in developing maize endosperm, which can be deduced from the maize seed 
proteomic data (Walley et al. 2013). We confirmed through qPCR analysis that P5CR is 
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transcribed at high levels in the developing endosperm cells (Fig. 6). However, the amounts 
of pipecolic acid in the immature and mature endosperm are 100-fold lower than that of 
proline (Figs. 5c, 5d and 5f). Thus, it seems that proline could be the major osmotically 
active compound in developing endosperm instead of pipecolic acid. Although proline and 
glutamic acid are the most used amino acids for zein synthesis (Arruda et al. 2000) and the 
amounts of the two amino acids are much higher in immature than in mature endosperm 
(Fig. 5f), proline is still 10-fold higher than pipecolic acid in mature endosperm. 
However, there is another potential functional role for pipecolic acid in maize seeds. 
Pipecolic acid is critical for triggering the systemic acquired resistance (SAR) response to 
plant pathogens (for a review, see Zeier 2013). Upon pathogen inoculation in Arabidopsis 
leaves, pipecolic acid is mobilized from the sites of inoculation to distal plant parts and 
triggers SAR. It has also been suggested that pipecolic acid has an anti-herbivory function 
in seeds (Vranova et al. 2011). These functions may be essential for producing healthy 
seeds for the next generation. 
 
Lysine negatively affects the proline and pipecolic acid pool, and NaCl restores 
the metabolite levels 
When the developing endosperms were incubated with exogenous lysine, there was a 
significant increase in saccharopine and AAA, indicating metabolic flux through the 
saccharopine pathway (Fig. 5). The lysine-to-AAA metabolic flux that was stimulated by 
exogenous lysine (Figs. 5a and 5b) negatively affected the accumulation of proline and 
pipecolic acid (Figs. 5c and 5d). However, the lysine-to-AAA metabolic flux is inhibited by 
NaCl, which seems to redirect the pathway toward pipecolic acid synthesis (Figs. 5c and g). 
In developing maize seeds, proline is mainly synthesized from glutamic acid, which is 
synthesized from the transported glutamine; however, proline can also be produced from 
glutamic acid originating from lysine catabolism via the saccharopine pathway. Although 
the saccharopine pathway was induced by exogenous lysine in the developing endosperm 
(Fig. 5a and 5b), there was no change in the glutamate pool (Fig. 5e). These data are in 
agreement with the observed over accumulation of lysine in the opaque-2 maize endosperm 
that has reduced activity of LKR/SDH, while glutamate remains unchanged in this mutant 
endosperm (Sodek & Wilson, 1971; Hunter et al. 2002). These data also suggest that the 
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reduced production of proline in the presence of exogenous lysine was not a result of 
substrate limitation because the glutamate pool was not changed. P6C can be used to 
synthesize pipecolic acid via the P5CR enzyme (Fig. 5g). P5CR also synthesizes proline 
using P5C as a substrate (Fig. 5g). Because the saccharopine pathway is induced by 
exogenous lysine, an accumulation of pipecolic acid and proline is expected. However, in 
the presence of exogenous lysine, the pipecolic acid and proline pools decreased (Fig. 5). It 
is possible that lysine somehow negatively affected P5CR by promoting the metabolic flux 
to AAA (Fig. 5g). We performed a qPCR analysis to determine whether P5CR was 
inhibited by exogenous lysine and observed that P5CR transcription was not affected by 
either exogenous lysine or salt stress (Fig. 6). Lysine or one of its metabolites could act as 
an inhibitor of P5CR activity, but this hypothesis must be tested in the future. Exogenous 
lysine also did not change the transcription of LKR/SDH and AASADH, which could be a 
result of the saccharopine pathway at 17 DAP being fully activated at transcription and 
translation levels (Fig. 2). 
 
Uncoupling LKR/SDH transcription from translation in abiotic stress-treated 
maize coleoptiles 
When young maize plantlets were subjected to salt, osmotic and oxidative stress, the 
AASADH protein had mild induction in coleoptiles (Fig. 4a and Supporting information 
Fig. S4). It has been shown that over expression of soybean AASADH in dicot tissues 
results in significant tolerance to several abiotic stress (Rodrigues et al. 2006). However, 
vegetative maize tissues did not produce detectable levels of LKR/SDH protein under 
normal (Fig. 2a) or stress conditions (Fig. 4a and Supporting information Fig. S2). If the 
LKR/SDH protein is not produced, the saccharopine pathway is not functional; therefore, 
AASA/P6C is not produced from lysine in young plantlet tissues. Thus, the increased 
AASADH protein levels that were observed in abiotic stress-treated coleoptiles may help 
cells alleviate the stress imposed by other aldehydes that are produced by cells subjected to 
stress. The maize AASADH enzyme can effectively use a range of aldehydes as substrates 
(Table 2). The induction of LKR/SDH gene transcription in coordination with AASADH in 
the coleoptiles that were subjected to stress was unexpected (Figs. 4b). We were not able to 
determine why the transcripts were produced from the LKR/SDH gene, but the translated 
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products could not be detected in the stress-treated coleoptiles by antibodies that produce 
strong signals for the LKR/SDH protein from immature endosperm (Fig. 4a). A possible 
explanation for the coordinated LKR/SDH and AASADH transcriptional regulation in the 
stress-treated coleoptiles could be the occurrence in coleoptiles of transcription factors that 
regulate the expression of the genes encoding both of the enzymes in the developing 
endosperm. However, the elements that are involved in the translational regulation of 
LKR/SDH mRNA may differ from those that control the AASADH gene, and such 
elements may be absent in coleoptiles. These results exemplify the limitations of using 
RNA profiling to infer the function of the saccharopine pathway during the stress response 
because high mRNA levels do not necessarily results in the production of an active protein. 
This scenario could also occur for other pathways whose component enzymes may be co- 
expressed in one tissue but not in another. 
 
Figure 6. Relative mRNA content of lysine-ketoglutarate reductase (LKR), saccharopine dehydrogenase 
(SDH), Δ1-piperidine-5-carboxilate reductase (P5CR) and aminoadipate semialdehyde dehydrogenase 
(AASADH) in immature maize endosperm incubated in ½ strength MS medium with (+) and without (-)5 
mM lysine and 200 mM NaCl. The cDNA was synthesized from the total RNA that was extracted from 17 
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Supporting Information Figure S1 - Alignment of amino acid sequences of LKR/SDH isoforms and 
peptides selected for antibody production. Sequences underlined in red represents LKR domain and in green 







Supporting Information Figure S2 - Immunoblot analysis of LKR/SDH and AASADH using anti-SDH and 
anti-AASADH antibodies and pre-immune serum. The tissues were sampled from unpollinated cob (uc), 
developing endosperm (en), developing embryo (eb), coleoptile (co), germinating kernels (ke) and roots (rt). 
Samples were incubated with anti-SDH antibody (a), anti-AASA (b), anti-LKR/SDH pre-immune serum (c) 






Supporting Information Figure S3 - Partial purification of AASADH from 17 DAP maize endosperm. 
Enzyme preparation obtained by PEG fractionation was sequentially chromatographed through anion 
exchange (a), affinity blue sepharose (b) and gel filtration (c). AASADH activity was assayed throughout the 
fractions and the peak containing highest activities were pooled, concentrated and applied to next step 
column.  (d) A sample of each chomotografic peak was analyzed by SDS-PAGE and western blot using anti-
AASADH antibodies. Samples are: unpurified (UN), after anion exchange (AN), after blue sepharose (BS) 




Supporting Information Figure S4 - Immunobloting assay of LKR/SDH and AASADH expression in the 
coleoptiles that were subjected to salt, osmotic and oxidative stress. A replicate immunoassay analysis was 
performed using a second LKR/SDH antibody raised against the SDH domain. (a) anti-SDH, (b) anti-
AASADH, (c) anti-β-actin (loading control). (c) Representative gel stained with Comassie blue using the 






Supporting Information Table 1 -  Primers used in real-time RT-PCR reactions for the 
quantification of mRNA expression of LKR, SDH and AASADH encoding genes. The 
primer designed for β-actin was used for data normalization. 
Gene  Sequence 
   
β-actin Forward 5’- cgctcgcctccctgctag-3’ Reverse 5’- ggggctgaatgtcctctgc-3’ 
   
Aasadh Forward 5’- gcctgcttcgacgccgc-3’ Reverse 5’- agcctgccaaggtgatgga-3’ 
   
Lkr Forward 5’- ggcgggcacaatgggaag-3’ Reverse 5’- ccgccgaaaagcaccaagc-3’ 
   
Sdh Forward 5’- gcaacccgccgaaaagcac-3’ Reverse 5’- agcagggcccctattgctg-3’ 
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O modelo proposto para a via da sacaropina para degradar lisina em organismos 
superiores previa a existência de uma proteína capaz de transformar o AASA em AAA 
(Arruda et al. 2000). Porém, somente em 2006 foi apresentada uma enzima com atividade 
de AASADH. A partir de estudos prévios com uma enzima de Streptomyces clavuligerus 
(de la Fuente et al. 1997) foi possível encontrar em humanos uma aldeído desidrogenase 
(ALDH7A1, também conhecida como antiquitina) que possuía atividade de AASADH 
(Mills et al. 2006). Trabalhos com a antiquitina de peixe (Acanthopagrus schlegeli) 
também demonstraram a atividade de AASADH (Tang et al. 2008), dando suporte aos 
resultados obtidos para a enzima humana. Como essa aldeído desidrogenase (ALDH) é 
bastante conservada entre as espécies, as antiquitinas de outros organismos, presentes no 
GenBank,  passaram ser anotadas como AASADH. Porém, diferentemente do que ocorreu 
em animais, a atividade de AASADH não havia sido demonstrada em plantas até a presente 
data. Usando a sequência da proteína humana como isca, através das ferramentas 
tBLASTn, BlastX, BlastN e BlastP foram identificadas antiquitinas de plantas depositadas 
no GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). Comparando-se as sequências encontradas 
observa-se que, de fato, as proteínas apresentam regiões bastante conservadas (Fig. 1 e 2, 
cap. I) entre animais e plantas. Uma análise mais específica da enzima de peixe mostrou 
que o aminoácido ácido glutâmico na posição 120 é responsável pela especificidade da 
enzima pelo substrato AASA (Tang et al. 2008). O alinhamento das AASADH humana e 
de peixe com as antiquitinas de milho e Arabidopsis mostrou que em plantas o aminoácido 
120 também é conservado, mas não em outras ALDHs (Fig 3, cap. I).  Este resultado 
indicou que, assim como em animais, as antiquitinas de plantas possuem a base para a 
especificidade pelo substrato AASA. 
Após a identificação dos candidatos a AASADH de plantas, buscou-se extrair e 
purificar a enzima de endosperma de milho com aproximadamente 17 DAP. Após a 
extração e pré-purificação com os passos de precipitação com PEG 8000 foi obtido um 
extrato que apresentou atividade específica para o substrato AASA e a análise, por CCD 
(Fig. 5, cap. I), do produto da reação enzimática mostrou a formação do AAA, como 
esperado. Além disso, alguns experimentos preliminares para estudar a cinética da enzima 
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foram realizados com a o extrato parcialmente purificado (Fig. 4, cap I). Foram testados os 
cofatores NADP+ e NAD+, mas a enzima mostrou-se seletiva ao tipo de cofator e a reação 
enzimática ocorreu somente na presença de NAD+. Como esperado, a atividade aumentou 
com a concentração de crescente de substrato e enzima. No caso do cofator esse 
comportamento também era esperado, mas foram utilizadas concentrações acima do limite 
de saturação (tabela 1, cap. I). No capítulo II foram apresentados os experimentos de 
cinética enzimática em maiores detalhes, inclusive com a determinação do Km para o 
substrato AASA e cofator NAD, além se outros aldeídos.  
Para a purificação da AASADH de milho o extrato de endosperma passou por 
processos de cromatografia líquida (Fig. 6, cap. I). Inicialmente o extrato passou por uma 
coluna de troca aniônica (Q-Sepharose). As frações com atividade foram então injetadas 
numa coluna de afinidade (Blue-Sepharose) e finalmente, numa coluna de gel filtração 
(Superdex 200). Observou-se que a quantidade de contaminantes diminuiu muito após os 
procedimentos de cromatografia, mas ainda assim alguns contaminantes permaneceram 
junto da AASADH. Infelizmente o rendimento da técnica foi baixo e menos de 5% da 
AASADH inicial foi recuperada. Isso mostra que para a obtenção da enzima totalmente 
purificada será necessário aumentar a quantidade inicial de material a fim de obter 
AASADH suficiente para testar outros passos cromatográficos. Alguns artigos reportaram a 
bem sucedida purificação da AASADH de peixe e outras ALDHs usando a resina de 
afinidade α-cyanocinnamate Sepharose (Poole & Halestrap 1989; Tang et al. 2002; Chan et 
al. 2003). Novos ensaios de purificação da enzima de milho utilizando essa resina poderão 
ser realizados.  
Com a cromatografia de gel filtração foi possível determinar que a AASADH de 
milho encontra-se como um tetrâmero, assim como o que é reportado para a enzima de 
peixe (Fig. 7, cap. I) (Tang et al. 2008). 
Com base na sequência primária de aminoácidos da LKR e AASADH foram 
desenhados peptídeos para serem utilizados na produção de anticorpos anti-LKR e anti-
AASADH em coelhos. Dois peptídeos para cada proteína foram desenhados a partir de 
parâmetros de hidrofobicidade e exposição da região imunogênica e as sequências foram 
enviadas à empresa Genscript que se incumbiu da síntese dos peptídeos e produção os 
anticorpos. Testes de western-blot utilizando extrato proteico de endosperma de milho 
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mostraram que os anticorpos produzidos foram bastante sensíveis e específicos para cada 
enzima (Fig. 8, cap I). Esses anticorpos foram utilizados posteriormente nos experimentos 
de localização da LKR e AASADH nos tecidos de milho e também nas análises de resposta 
a estresse, mostrados no capítulo II. 
O gene Aldh7a1 de milho foi clonado no vetor pGEX 4T-1 e a produção da proteína 
recombinante fusionada com GST em bactérias de expressão E. coli bL21 (DE3) pRil foi 
bem sucedida, como é observado na Fig. 9, cap. I. Há uma banda bastante evidente na 
região de 80 Kda, referente aos 54,4 kDa da AASADH somados aos 26 kDa da GST. 
Infelizmente grande parte da proteína ficou na fração insolúvel não permitindo purificar a 
AASADH-GST nem retirar a proteína de fusão, o que impediu a realização de testes 
enzimáticos com o substrato AASA. Ainda assim, a análise do extrato bacteriano por 
western-blot mostrou que o anticorpo anti-AASADH produzido a partir da AASADH de 
milho reconhece e interage fortemente com a proteína recombinante codificada pelo gene 
Aldh7a1. 
O catabolismo de lisina através da via sacaropina foi descrita pela primeira vez em 
milho. Desde então, o papel da enzima bifuncional LKR/SDH tem sido investigada em 
outras monocotiledôneas e dicotiledôneas (Gaziola et al 1997; Moulin et al 2006; Anderson 
et al 2010; Less et al 2011). Diferente de dicotiledôneas, a LKR/SDH de milho foi 
detectada apenas nas sementes em desenvolvimento. A enzima LKR/SDH é altamente ativa 
no endosperma em desenvolvimento e se localiza nas camadas celulares sub-aleurônicas 
(Kemper et al., 1999). Neste trabalho mostramos que a AASADH, que catalisa a terceira 
etapa da reação da via sacaropina (Fig. 1) é expressa de maneira idêntica à da LKR/SDH no 
endosperma imaturo de milho (Fig. 2b, cap. II). A expressão de AASADH nos mesmos 
tipos de células do endosperma, como a LKR/SDH, é esperada pois pode prevenir a 
acumulação de AASA que exerce efeitos tóxicos nas celulas. Além da degradação de lisina 
(Arruda et al., 2000), LKR/SDH também poderia estar associada com a resposta ao estresse 
osmótico que é imposta pela elevada concentração de açúcares nos apoplastos das células 
para a síntese de amido. Em dicotiledôneas a LKR/SDH está relacionada à resposta ao 
estresse (Moulin et al 2000;. Moulin et al 2006;. Less et al 2011), além do acúmulo de 
ácido pipecólico, o qual atua como um osmoprotetor (Moulin et al., 2006). Ácido 
pipecólico pode ser sintetizado a partir de P6C, a forma cíclica de AASA, pela enzima 
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P5CR (Fig. 5g, cap. II), que foi recentemente demonstrada ocorrer em células humanas e 
bactérias (Struys & Jakobs 2010; Neshich et al 2013.). Assim, os dados que são 
apresentados na Fig. 2, cap. II, que mostram a co-expressão da LKR/SDH e AASADH no 
endosperma de milho em desenvolvimento mostran que a via da sacaropina poderia atenuar 
os efeitos do estresse osmótico nas células através de síntese do ácido pipecólico a partir do 
P6C que é produzido pela actividade LKR/SDH. De fato, a partir de dados de proteoma de 
sementes de milho (Walley et al. 2013) foi mostrado que a enzima P5CR é abundante na 
região sub-aleurônica do endosperma de milho em desenvolvimento, o que também ocorre 
no nível trancricional (Fig. 6, cap. II). No entanto, as quantidades de ácido pipecólico no 
endosperma maduro e imaturo são cerca de 100 vezes mais baixas do que a de prolina (Fig. 
5c, 5d e 5f, cap. II). Assim, em vez de ácido pipecólico, parece que a prolina poderia ser o 
principal composto osmoticamente activo no endosperma desenvolvimento. Embora 
prolina e ácido glutâmico sejam os aminoácidos mais utilizados para a síntese de zeínas 
(Arruda et al., 2000) e as quantidades dos dois aminoácidos serem muito mais elevados no 
endosperma imaturo do que na semente madura, (Fig. 5f, cap.II), a quantidade de prolina é 
ainda 10 vezes mais elevada do que a de ácido pipecólico nesta última. Quando os 
endospermas em desenvolvimento foram incubados com lisina exógena, houve um 
aumento significativo na quantidade de sacaropina e AAA, indicando fluxo através da via 
da sacaropina (Fig. 5). Lisina direcionou o fluxo para a formação de AAA (Figs. 5a e 5b, 
cap. II) mas afetou negativamente o acúmulo de ácido pipecólico e prolina (Fig. 5c e 5d, 
cap. II). No entanto, o fluxo metabólico de lisina-a-AAA é inibida por NaCl, o que parece 
redireccionar a via para a síntese de ácido pipecólico (Figs. 5d e 5g, cap. II). Em sementes 
de milho em desenvolvimento, prolina é sintetizada principalmente a partir de ácido 
glutâmico e este último é sintetizado a partir da glutamina transportada; no entanto, prolina 
também pode ser produzida a partir de ácido glutâmico proveniente do catabolismo lisina 
pela via sacaropina. Embora a via sacaropina tenha sido induzida pela lisina exógena no 
endosperma em desenvolvimento (Fig. 5, cap. II), não houve alteração na concentração de 
glutamato (Fig. 5e, cap. II). Prolina também pode ser sintetizada a partir de glutamato pela 
P5CR, mas em presença de lisina exógena as concentrações desses metabólitos diminuiu, o 
que sugere que a lisina, de alguma forma, afeta negativamente a ação da P5CR. Foi 
realizada uma análise de qPCR e observou que a expressão da P5CR, AASADH e 
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LKR/SDH não foi alterada (Fig. 6, cap. II), talvez devido ao fato de que a via sacaropina 
em sementes com 17 DAP poderia estar totalmente ativada nos níveis de transcrição e de 
tradução.  
No nível trancricional a expressão da LKR/SDH e AASADH foram aumentadas em 
coleoptilos submetidos ao estresse salino, osmótico e oxidativo. No caso da proteína, houve 
um aumento na produção AASADH nos coleoptilos submetidos ao estresse, mas a enzima 
LKR/SDH não foi detectada (Fig. 4a  e 4b, cap. II). A via da sacaropina está ativa apenas 
no endosperma e o fato de a AASADH ser induzida nos coleóptilos indica que a enzima 
pode estar envolvida em processos de detoxificação celular. Como LKR/SDH não está 
presente, pela via da sacaropina, AASA não é produzido, então os testes de cinética 
enzimática utilizando outros aldeídos (tabela 2, cap. II) mostraram que a AASADH pode 
efetivamente metabolizar outros aldeídos, muitos deles formados em condições de estresse 
(Brocker et al. 2010).  
A ausência da proteína LKR/SDH em plantas jovens sob estresses e os altos níveis do 
seu transcrito serem detectados mostra um desacoplamento transcrição/tradução que podem 




Em plantas a AASADH é codificada pelo gene Aldh7a1 e o gene é bastante 
conservado entre plantas e animais.  
Ensaios de western-blot em condições denaturantes mostraram que a AASADH de 
milho possui aproximadamente 54 kDa, mas na forma ativa se apresenta na forma de 
tetrâmero.  
Como previsto no modelo da via da sacaropina, o AASA foi transformado em AAA 
mediante a redução do cofator NAD a NADH. Além disso, a enzima foi seletiva quanto ao 
cofator, não apresentando atividade na presença de NADP.  
A enzima de endosperma de milho pode efetivamente transformar AASA em AAA;  
Estudos cinéticos com a AASADH de milho mostraram que a enzima é capaz de 
metabolizar diversos outros aldeídos além do AASA; 
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LKR/SDH e AASADH são co-expressas no endosperma em desenvolvimento, mas 
não em embriões e tecidos vegetativos, onde só AASADH é detectada; 
Em coleóptilos, AASADH e LKR/SDH são induzidas por estresse salino, osmótico e 
oxidativo ao nível da transcrição, mas apenas AASADH produz proteína traduzida – 
AASADH pode estar envolvida em processos de detoxificação de aldeídos produzidos em 
condição de estresse; 
Níveis de sacaropina e ácido aminoadípico aumentan no endosperma tratado com 
lisina, mas diminuem com NaCl. Pipecolato e prolina diminuem com lisina, sugerindo 
inibição da P5CR. Ao nível da transcrição não há mudanças significativas, possivelmente 
porque o ambiente na semente já está estressado e a via está totalmente ativa; 
O nível de pipecolato é muito inferior que prolina e esta pode ser usada como 
osmoprotetor em endosperma de milho. O pipecolato pode estar envolvido em resposta a 
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